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1 Zusammenfassung 
1.1 Deutsche Zusammenfassung 
Ziel: In dem vorliegenden in-situ-Versuch wird die antibakterielle und antiadhärente Wirkung 
von Tanninsäure, Hydroxylapatit und Chitosan auf die Biofilm-Bildung unter Mundhöhlen-
bedingungen untersucht.  
Material und Methode: Sechs Probanden haben Oberkiefer-Schienen mit bovinen Schmelz-
Prüfkörper getragen, um eine Biofilm-Bildung zu ermöglichen. Während des zweitägigen 
Versuchs haben die Probanden mit experimentellen Mundspüllösungen gespült, die entweder 
Salzsäure (pH = 2,5), Tanninsäure (5%; pH = 2,5), Tanninsäure (5%; pH = 7), Hydroxylapatit 
(5%) oder Chitosan (0,5%) enthalten haben. Wasser diente als Negativ- und Chlorhexidin 
(0,2%) als Positivkontrolle. Die Spülung erfolgte 4 oder 5 Mal nach zwei verschiedenen 
Spülprotokollen, dadurch konnte sowohl die sofortige als auch die langanhaltende Wirkung 
untersucht werden. Nach einer 48-stündigen intraoralen Exposition wurde der Biofilm mit 
LIVE/DEAD BacLight gefärbt, und die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen wurden mit 
der Software ImageJ ausgewertet. Die Ergebnisse wurden mit der Rasterelektronenmikrosko-
pie verifiziert.  
Ergebnisse: In der Negativkontrolle Wasser waren die Prüfkörper zur Hälfte mit Biofilm 
bedeckt, der aus gleichen Anteilen lebender und toter Bakterien bestand. Mit der Positivkon-
trolle Chlorhexidin konnte die Bedeckung der Prüfkörper mit Biofilm und die Vitalität des 
Biofilms kurzfristig und langanhaltend am stärksten reduziert werden. Die Spülung mit Hyd-
roxylapatit ergab einen geringfügigen antiadhärenten Effekt, wohingegen die Spülung mit 
Chitosan zusätzlich antibakteriell wirkte. Keines der beiden Mundspüllösungen zeigte eine 
langanhaltende Wirkung, während die Spülung mit Tanninsäure (pH = 2,5) eine langanhal-
tende Wirkung ergab. Mit Ausnahme der etwas geringeren antibakteriellen Wirkung war die 
Spülung mit der neutralen Lösung der Tanninsäure genau so gut wie mit der sauren Lösung. 
Die Salzsäure-Lösung zeigte weder einen antibakteriellen noch einen antiadhärenten Effekt 
auf die dentale Biofilm-Bildung.  
Schlussfolgerung: Tanninsäure zeigt selbst bei neutralem pH-Wert vielversprechende anti-
bakterielle und antiadhärente Effekte, während die Verwendung von Hydroxylapatit oder Chi-
tosan unter den gewählten Versuchsbedingungen die Biofilm-Bildung nicht nachhaltig beein-
flussen konnte.  
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1.2 Abstract 
Title: Effects of experimental agents on the bacterial biofilm formation in-situ.  
Objectives: In the present in-situ study the antibacterial and anti-adherent effect of tannic 
acid, hydroxyapatite and chitosan on biofilm formation on enamel was investigated. 
Materials and methods: Six subjects carried upper jaw splints with bovine enamel speci-
mens, allowing in-situ biofilm formation. During the two-day trial, subjects rinsed with exper-
imental agents that contained either hydrochloric acid (pH = 2.5), tannic acid (5%, pH = 2.5), 
tannic acid (5%, pH = 7), hydroxyapatite (5%) or chitosan (0.5%). Water served as negative 
and chlorhexidine (0.2%) as positive control. Rinsing was performed 4 or 5 times following 
two different rinsing protocols to investigate both the immediate and long-lasting effect. After 
48 h of intraoral exposure, dental plaque was stained with LIVE/DEAD BacLight and fluo-
rescence micrographs were evaluated by using the software ImageJ. The results were verified 
by scanning electron microscopy.  
Results: In the negative control water, specimens were half covered with biofilm consisting 
of equal amounts of living and dead bacteria. With the positive control chlorhexidine, the 
coverage of specimens with biofilm and the viability of the biofilm were reduced the most in 
the short and long term. Rinsing with hydroxyapatite or chitosan resulted in little anti-
adherent effects, and with chitosan additionally in little antibacterial effects. Both agents 
failed to show any long-lasting effect, while rinsing with tannic acid (pH = 2.5) resulted in 
strong immediate and long-lasting effects. Except of a slightly lower antibacterial effect, the 
neutral solution of tannic acid was as effective as the acidic solution. Hydrochloric acid 
showed neither an antibacterial nor an anti-adherent effect on dental biofilm formation.  
Conclusion: Experimental solutions containing tannic acid are promising anti-biofilm agents, 
irrespective of the pH value of the solutions. Hydroxyapatite and chitosan on the other hand 
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2 Einleitung 
2.1 Literaturübersicht 
2.1.1 Epidemiologie oraler Erkrankungen 
Laut der Global Burden of Diseases Studie von 2015 haben orale Krankheitszustände nach 
wie vor eine hohe Prävalenz. 2015 war die unbehandelte Karies der bleibenden Dentition so-
gar weltweit die häufigste chronische Erkrankung. Sie betraf weltweit rund 2,5 Milliarden 
Menschen. Die Prävalenz von unbehandelter Karies in Milchzähnen, Parodontitis und Zahn-
verlust war ebenfalls hoch und betraf jeweils mehrere hundert Millionen Menschen [73]. Und 
obwohl die Karies selten lebensbedrohlich verläuft, ist die hohe Prävalenz zusammen mit den 
hohen Behandlungskosten eine finanzielle Belastung für die Krankenkassen [90]. Darüber 
hinaus kann sie zu Zahnverlust und anschließend zu kostenintensiver prothetischer Versor-
gung führen [101]. Die unbehandelte Karies kann bei Erwachsenen die Lebensqualität im 
Sinne von Zahnschmerzen oder erschwerter Nahrungsaufnahme negativ beeinflussen [8]. Bei 
Kindern kann sie zusätzlich zu verringerter Gewichtszunahme und zu Schlafstörungen führen 
[128].   
2.1.2 Einführung in die Prävention 
Die hohe Prävalenz suggeriert, dass präventive Maßnahmen nicht ausreichend durchgeführt 
werden. Während im letzten Jahrhundert invasive Eingriffe als Heilung für die Karies angese-
hen wurden, sind es heute zunehmend die präventiven Maßnahmen. Die Karies ist eine multi-
faktoriell bedingte Zerstörung der Zahnhartsubstanz. Sie beginnt mit einer bakteriellen Ver-
schiebung im dentalen Biofilm, auch Plaque genannt, und wird von Faktoren wie Speichel, 
Zuckeraufnahme und Prävention beeinflusst. Der Krankheitsgrad reicht von subklinischen 
Veränderungen auf molekularer Ebene bis hin zu sichtbarer Kavitation [126]. Die entstehende 
Kavität kann zwar vom behandelnden Zahnarzt restauriert werden. Die Krankheit schreitet 
jedoch in der restlichen Mundhöhle weiter voran, da die Ursachen immer noch präsent sind 
[37]. Eine wichtige Bedingung für die Entstehung von Karies und einigen parodontalen Er-
krankungen ist der Biofilm. Sowohl die Karieshäufigkeit als auch Zahnfleischentzündungen 
können durch die Entfernung des Biofilmes gesenkt werden [85]. Es stellt sich nun die Frage, 
was der Biofilm überhaupt ist, wie er entsteht und in der Folge Erkrankungen auslösen kann. 
Erst dann können präventive Maßnahmen nachvollzogen und entwickelt werden. 
Einleitung 
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2.1.3 Biofilm 
Der Biofilm ist eine komplexe Gemeinschaft verschiedener Bakterien, die in eine extrazellu-
läre Matrix eingebettet sind und über eine proteinreiche Schicht auf der Zahnoberfläche haf-
ten [91]. Das wird durch die besondere Eigenschaft dieser Oberfläche ermöglicht. Denn im 
Gegensatz zu anderen Oberflächen des menschlichen Körpers zeigt der Zahn keine Desqua-
mation. Dadurch kann sich ein bakterieller Biofilm bilden. Dieses Phänomen wird beispiels-
weise auch bei Wasserleitungen und Kontaktlinsen beobachtet [53]. Die Bindung der Bakte-
rien an den Zahn wird durch eine proteinreiche Schicht, die Pellikel, ermöglicht. Sie wird ge-
bildet, indem Speichelproteine und Proteine bakterieller Natur wie Glycosyltransferasen 
elektrostatisch an der Zahnhartsubstanz haften [61]. Das ist möglich, da die Zahnhartsubstanz 
überwiegend aus der Calcium-Phosphat-Verbindung Hydroxylapatit (HAP) besteht [86]. 
Durch Umspülung des Zahnes mit dem Elektrolyten Speichel können Calcium- und Phosphat-
Ionen aus dem HAP in Lösung gehen. Da sich tendenziell mehr Calcium-Ionen lösen, bildet 
sich eine positive Calciumschicht über der nun negativ geladenen Zahnoberfläche. An dieser 
Doppelschicht können dann Proteine elektrostatisch binden [61]. Für die Adsorption weiterer 
Proteine sind noch andere Wechselwirkungen verantwortlich, sodass sich innerhalb von drei 
Minuten durch Proteinanlagerungen eine bakterienarme proteinreiche Schicht entwickelt 
[19,51,53]. Die Pellikel selbst hat mehrere Funktionen. Sie bietet in gewissem Grade Schutz 
vor Erosion [59,60], also dem oberflächlichen Hartsubstanzverlust in Folge eines chemischen 
Prozesses, an dem keine Bakterien beteiligt sind [32]. Der abrasive Abtrag durch Zahnpasta 
wird ebenfalls reduziert [70]. Die in der Pellikel vorhandenen Carboanhydrasen können den 
pH-Wert aufrechterhalten [50]. Andere protektiven Proteine haben eine antibakterielle Wir-
kung [53]. Trotz der protektiven Eigenschaften der Pellikel vermittelt sie die Haftung von 
Bakterien an den Zahn. Bakterien aus der Mundhöhle können sich über schwache unspezifi-
sche Wechselwirkung, wie beispielsweise Van-der-Waals-Kräfte, elektrostatische Kräfte und 
Wasserstoffbrückenbindungen, an die Pellikel anlagern [19]. Diese werden anschließend 
durch stärkere spezifische Wechselwirkungen ergänzt. Dabei spielen bestimmte Polypeptide, 
die Adhäsine genannt werden, eine Rolle. Sie verteilen sich auf der Zelloberfläche und den 
Zellfortsätzen von Bakterien und ermöglichen die Bindung an eine Reihe von Molekülen in 
der Pellikel. Die Bakterien können auch untereinander und mit der extrazellulären Matrix eine 
Bindung eingehen [68]. Nach Anlagerung weiterer Bakterienspezies bildet sich so eine bakte-
rielle Gemeinschaft. Die Bakterien sind zudem in eine extrazelluläre Matrix eingebettet, die 
zu 97% aus Wasser besteht [150]. Das Gerüst besteht aus Polysachariden, die Bakterien selbst 
Einleitung 
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aus Zucker mithilfe verschiedener Enzyme wie der Glycosyltransferase synthetisieren kön-
nen. Sie können in Hungerphasen als Nahrungsquelle von Bakterien genutzt werden, indem 
sie die Polysacharide wieder abbauen [2,133]. Die extrazelluläre Matrix ist nicht nur für die 
mechanische Stabilität des Biofilms verantwortlich, sondern ermöglicht auch durch vorhan-
dene Wasserkanäle die Zirkulation von Nährstoffen und Abbauprodukten [76,143]. Das Le-
ben in einem Biofilm bringt für die Bakterien viele Vorteile mit sich. Unter anderem erleich-
tert der enge interzelluläre Kontakt die Übertragung von Resistenzgenen gegenüber antibakte-
riellen Substanzen. Die extrazelluläre Matrix erschwert auch Diffusionsprozesse [66]. 
Dadurch ist der Biofilm im Gegensatz zu planktonischen Bakterien deutlich resistenter ge-
genüber antibakteriellen Substanzen [27,96,127]. Weiterhin wird das Überleben obligat anae-
rober Bakterien in der aeroben Mundhöhle ermöglicht, indem aerobe Bakterien lokal ein sau-
erstoffarmes Milieu erzeugen [14]. Zudem können Bakterienspezies Nährstoffe metabolisie-
ren und sie für andere Spezies zur Verfügung stellen, die sie vorher nicht verdauen konnten 
[12]. Ein intakter Biofilm kann zwar einige parodontale Erkrankungen wie Zahnfleischent-
zündungen unterhalten, löst aber allein noch keine Karies aus [85]. 
2.1.4 Karies 
Die Karies ist eine multifaktoriell bedingte Erkrankung und damit an spezielle Bedingungen 
geknüpft. Dazu gehören neben Bakterien noch Zähne, Zeit und Nährstoffe. Außerdem können 
Risikofaktoren die Erkrankung beeinflussen. Dabei spielen persönliche Faktoren wie Mund-
hygiene, Bildung, und sozialer Status, aber auch orale Milieufaktoren wie Speichel und anti-
bakterielle Substanzen eine Rolle [126]. Nach der erweiterten ökologischen Karieshypothese 
ist die Karies Folge einer bakteriellen Verschiebung im Biofilm [135]. Schließlich sind Bakte-
rien, die mit der Karies assoziiert sind, auch in der normalen dentalen Mikroflora vorhanden. 
Der Phänotyp entscheidet, ob die Bakterien kariogen sind oder nicht. Zwei wesentliche Ei-
genschaften sind dabei relevant. Kariogene Bakterien haben einerseits die Fähigkeit, Säuren 
zu produzieren (azidogen). Andererseits können sie einen niedrigen pH-Wert tolerieren (azi-
durisch). Durch Zufuhr von Zucker können Bakterien Säuren produzieren und den pH-Wert 
im Biofilm senken. Dies führt zwar zu einer Demineralisation der Zahnhartsubstanz. Der 
niedrige pH-Wert wird jedoch schnell durch den Speichel neutralisiert und die Zahnhartsub-
stanz wieder remineralisiert. Das Gleichgewicht aus De- und Remineralisation hält sich also 
die Waage. Sollte jedoch die Frequenz der Zuckerzufuhr steigen oder die Speichelsekretion 
für die Neutralisation nicht ausreichen, so fällt der pH-Wert weiter ab. In Folge kommt es zu 
einer bakteriellen Verschiebung und zu einer mehr azidogenen und dysbiotischen Mikroflora. 
Einleitung 
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Dadurch wird auch das Gleichgewicht zugunsten der Demineralisation verschoben. Langfris-
tig führen Störungen des Gleichgewichts zu Mineralverlust und Entwicklung einer Kavität 
[135]. Die Karies ist eine chronische Erkrankung, da sich eben genannte Vorgänge durchge-
hend im Biofilm abspielen. Deshalb sind eine lebenslange Therapie und vorrangig eine Prä-
vention im Sinne einer rechtzeitigen Diagnose mit präventiven Eingriff erforderlich [126]. 
Nur so kann die Karies kontrolliert und die klinische Manifestation verhindert werden. Prakti-
sche Möglichkeiten sind beispielhaft das Zähneputzen, Zuckerreduktion und -ersatz sowie 
Speichelstimulation [79,135]. 
Das Zähneputzen kann Plaque reduzieren und wird unter den präventiven Maßnahmen am 
häufigsten genutzt. Allerdings variieren die Technik, Häufigkeit und Dauer. Die Aufrechter-
haltung eines hohen Mundhygienestandards kann die Kapazitäten einer Person überschreiten. 
In der Interdentalhygiene gibt es zudem kein Mittel, das allen Situationen gerecht wird. Des-
halb sind von zahnärztlicher Seite die Anweisung und Motivation wichtig. Für unmotivierte 
oder körperlich und geistig eingeschränkte Personen stehen Alternativen zur Verfügung [85]. 
Das Zähneputzen kann in solchen Fällen durch Mundspülungen ergänzt oder ersetzt werden 
[48]. 
2.1.5 Mundspülungen 
Mundspülungen wurden früher schon genutzt, um etwa den Speichelfluss oder den Mundge-
ruch zu kontrollieren. Die verwendeten Stoffe waren eher ungewöhnlich. So wurde in Frank-
reich im 18. Jahrhundert frischer Urin als Mundspülung empfohlen [40]. Aber es kamen auch 
unbewusst antibakterielle Substanzen wie Kräuterextrakte zum Einsatz. Mundspülungen sind 
dem Zähneputzen in mancher Hinsicht überlegen. Sie erfordern weniger Compliance und Ge-
schicklichkeit. Ihre Zusammensetzung ist nicht so komplex wie die einer Zahnpasta. Eine 
einfache wässrige Lösung würde ausreichen. Jedoch macht die Nachfrage nach gutem Ge-
schmack und Aussehen zusätzliche Inhaltsstoffe notwendig. Für eine längere Haltbarkeit oder 
bessere Löslichkeit werden viele Substanzen derzeitig in Ethylalkohol gelöst [83,129]. Schon 
seit mehreren Jahrzehnten ist Chlorhexidin (CHX) der Goldstandard für die Mundspülungen 
[77]. 
2.1.6 Chlorhexidin 
CHX gehört zur Gruppe der Polybiguanide, die auf der Suche neuer Antimalaria-Mittel for-
muliert wurden. 1940 wurde CHX von den Imperial Chemical Industries in England entwi-
ckelt und 1954 als Antiseptikum vermarktet. Die Verwendung in der Zahnmedizin beschränk-
Einleitung 
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te sich zunächst auf die Chirurgie und Endodontie [83]. Erst 1970 wurde die entscheidende 
Studie über die Wirkung von CHX auf den Biofilm veröffentlicht. Es wurde gezeigt, dass eine 
Spülung mit 0,2%igem CHX die Biofilm-Bildung effektiv verhindern konnte [84]. Rölla et 
Melsen (1975) haben herausgefunden, dass positive Gruppen im CHX für die Bindung an 
negativ geladene Substanzen verantwortlich sind [117]. Dadurch ist CHX imstande, an die 
negativ geladene Oberfläche von Bakterien zu binden und in der Folge die Membranintegrität 
zu stören. Außerdem kann CHX nach Eindringen in die Zelle den bakteriellen Metabolismus 
stören, wie etwa den Zuckertransport, die Säureproduktion und die Aufrechterhaltung des 
intrazellulären pH-Wertes. Dadurch kommt ein bakteriostatischer Effekt bei bereits niedrigen 
Konzentrationen zustande. Bei Einsatz höherer Konzentrationen wirkt CHX sogar bakterizid. 
Da CHX bei einer stärker gestörten Membranintegrität in die Zelle eindringen kann, bildet es 
dort mit zellulären Bestandteilen Phosphatkomplexe. Diese koagulieren und fallen aus 
[18,71,92]. 
Die Studie von Löe et Rindom Schiott (1970) basierte auf der Annahme, dass CHX durch 
Bekämpfung oraler Bakterien die Besiedlung der Zahnoberfläche verhindert [84]. In einer 
weiteren Studie war es deshalb überraschend, dass obwohl einige Bakterien die Spülung über-
lebt hatten, diese dennoch die Zahnoberfläche nicht besiedeln konnten [116]. Die antibakteri-
elle Wirkung reicht allein nicht aus, um den Effekt auf die Biofilm-Bildung zu erklären. CHX 
kann nämlich noch mit anderen negativ geladenen Substanzen wechselwirken. Es kann unter 
anderem an negativ geladene Gruppen der Speichelproteine binden. Dadurch wird deren An-
haftung an die Zahnhartsubstanz verhindert und die Bildung der Pellikel gestört. Außerdem 
bindet CHX an extrazelluläre Polysaccharide in der Kapsel oder Glykokalyx von Bakterien. 
Damit wird die Anhaftung der Bakterien an den Zahn erschwert. CHX kann auch an Proteine 
in der bereits vorhandenen Pellikel oder an das Hart- und Weichgewebe binden [94]. Infolge-
dessen überdauert seine Wirkung die Spüldauer um bis zu 12 Stunden [112]. Diese Eigen-
schaft wird Substantivität genannt und wird von effektiven Mundspüllösungen gefordert [11]. 
Jenkins et al. (1988) haben die Langzeitwirkung von CHX wie folgt erklärt. Die Hemmung 
der Biofilm-Bildung ist Folge einer unmittelbar bakteriziden Wirkung und einer länger an-
dauernden bakteriostatischen Wirkung, die sich aus der Bindung an die Pellikel ergibt [67]. 
Obwohl CHX in seiner Wirksamkeit gegen den Biofilm heraussticht und als Goldstandard 
bekannt ist, suchen Wissenschaftler nach Alternativen. CHX wird nämlich aufgrund verschie-
dener Nebenwirkungen, die v.a. bei Langzeitanwendung auftreten, nur für eine kurze Anwen-
dungsdauer empfohlen. Die häufigste Nebenwirkung ist die extrinsische Zahnverfärbung, die 
Einleitung 
 
- 8 - 
bereits nach wenigen Tagen der Anwendung auftreten kann. Es werden mehrere Ursachen 
diskutiert. CHX kann die Polymerisation von Kohlenwasserstoffen und Aminosäuren in der 
Pellikel zu farbigen Substanzen katalysieren. Es kann Disulfidbrücken von Proteinen spalten. 
Die entstehenden Thiol-Gruppen können danach mit Metallionen wie Eisen zu farbigen Pro-
dukten reagieren. Außerdem kann CHX mit Aldehyden und Ketonen unter Bildung unlösli-
cher farbiger Substanzen reagieren. Die extrinsischen Verfärbungen können aber mechanisch 
im Rahmen einer professionellen Zahnreinigung entfernt werden. Zu den weiteren Nebenwir-
kungen zählen temporäre Geschmacksirritationen, gelegentliches Mundbrennen, Schleim-
hauterosionen und vermehrte Zahnsteinbildung [41,94]. Im Zuge der vorliegenden Arbeit 
werden potentiell alternative Substanzen zu CHX untersucht, und zwar Tanninsäure, HAP 
und Chitosan. 
2.1.7 Tanninsäure 
Die Tanninsäure gehört zur Gruppe der Tannine. Bei den Tanninen handelt es sich um was-
serlösliche Polyphenole mit einem Molekulargewicht (MW) zwischen 500 und 3000 Da, die 
typischerweise Alkaloide, Gelatine und andere Proteine ausfällen können [64]. Aufgrund die-
ser Eigenschaft haben sie als pflanzliche Gerbstoffe Verwendung gefunden. Sie sind in Pflan-
zen vorhanden und schützen diese vor Schädlingen und vor dem Zerfall. So haben Hölzer von 
Eichen oder Kastanienbäumen, die für ihre hohe Haltbarkeit bekannt sind, einen hohen Gehalt 
an Tanninen [120]. Weiterhin sind Tannine für ihre antimikrobielle Wirkung bekannt. Sie 
beruht u.a. auf der Fähigkeit mancher Tannine, mit Metallionen Chelatkomplexe bilden zu 
können. Diese Eigenschaft wurde erstmals im 1. Jahrhundert beschrieben. Damals hat Plinius 
der Jüngere Versuche mit Lösungen aus Galläpfeln durchgeführt. Sie sind für ihren hohen 
Gehalt an Tanninen bekannt. Plinius hat festgestellt, dass sich die Lösungen mit Eisensalzen 
schwarz färben. Da Metallionen wie Eisen essenziell für Mikroorganismen sind, kann der 
Entzug dieser Ionen mit Polyphenolen die biologische Aktivität von Mikroorganismen beein-
trächtigen [22,64]. Pflanzen können sich durch diesen Mechanismus vor Pathogenen schützen 
[95]. Andererseits können sie durch ihre eiweißfällende bzw. adstringierende Wirkung viele 
mikrobielle Enzyme hemmen, darunter auch Glycosyltransferasen [120]. Da Bakterien unter 
anderem Glycosyltransferasen in der Pellikel als Rezeptor nutzen, können Tannine somit die 
Adhärenz von Bakterien verringern [146]. Darüber hinaus verändert Tanninsäure die Ult-
rastruktur der Pellikel und erhöht damit den Widerstand gegenüber Erosion und bakterieller 
Adhärenz [65,113]. Bei hohen Konzentrationen können Polyphenole mit Proteinen, Enzymen 
und Lipiden in der Zellmembran wechselwirken und die Membranpermeabilität verändern 
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[108]. Insgesamt könnten Polyphenole also vielfach in die Kariesätiologie eingreifen. Der 
Nachteil ist, dass Tanninsäure ebenfalls extrinsische Verfärbungen der Zähne auslöst [104]. 
Davon abgesehen sind Tannine auch von allgemeinmedizinischem Interesse. Sie sind starke 
Antioxidantien und können Radikale auffangen. Eine hohe Aufnahme soll mit einer Redukti-
on von Krankheiten wie Krebs, kardiovaskuläre Erkrankungen und neurodegenerativen Stö-
rungen einhergehen [23,108]. Die Tanninsäure ist ein allgemein als sicherer Lebensmittelzu-
satzstoff anerkannt (GRAS) [22]. Auf die Mundschleimhaut sind keine zytotoxischen Effekte 
bekannt. In der Dermatologie wird Tanninsäure zur lokalen Behandlung von Verbrennungen, 
Hautinfektionen und Ekzemen verwendet [1,87,98]. 
Es wurden bereits mehrere in-situ-Studien zur Wirkung polyphenolhaltiger Mittel auf die Bio-
film-Bildung veröffentlicht. Hannig et al. (2008) haben Versuche mit einem Tee der Pflanze 
Cistus incanus vorgenommen, die reich an Polyphenolen ist. Die Probanden haben nach dem 
Einsetzen einer Schiene, die mit bovinen Schmelzprüfkörper bedeckt war, 10 min lang mit 
dem Tee gespült. Nach 2 h Tragedauer wurde eine Reduktion der Bakterienanzahl festgestellt, 
was auf eine antiadhärente Wirkung hinweist [52]. Die Spülung mit 200 ml schwarzem und 
grünem Tee, Rotwein, Traubensaft und Tee aus Cistus incanus hatte unter gleichen Versuchs-
bedingungen dieselbe Wirkung [54]. Polyphenolhaltige Öle wie Distelöl, Olivenöl und Leinöl 
konnten dagegen die Anzahl adhärenter Bakterien nicht reduzieren. Das lag vermutlich daran, 
dass Lipide die Bildung von Mizellen induzieren und damit die Wirkung der Polyphenole 
aufheben [56]. Wittpahl et al. (2015) haben auch Versuche mit Tee aus Cistus incanus durch-
geführt. Zu Beginn wurde 10 min lang gespült und die Schiene diesmal nach 8 h aus der 
Mundhöhle entfernt. Selbst unter diesen Bedingungen war noch eine antiadhärente Wirkung 
nachweisbar [144]. Schött et al. (2017) sind mit Tee verschiedener Thymiane zu den gleichen 
Ergebnissen gekommen. Nach 8 h Tragedauer wurde eine Reduktion adhärenter Bakterien 
nachgewiesen. Das Verhältnis von lebenden zu toten Bakterien blieb jedoch unverändert 
[125]. Hertel et al. (2017) haben die Wirkung der Tanninsäure untersucht. Dieses Mal wurde 
nur eine Minute lang gespült. Nach 8-stündiger Tragedauer über Nacht konnte eine antiadhä-
rente Wirkung gezeigt werden [65]. Laut den genannten Studien hemmen Polyphenole die 
Biofilm-Bildung, indem sie die Adhärenz von Bakterien verhindern. Die Spüldauer betrug 
dabei eine oder 10 min und die Tragedauer höchstens 8 h. Manche Versuche liefen nur über 
Nacht. Die Speichelsekretion ist nachts jedoch verringert und hat einen nicht unerheblichen 
Einfluss auf die Biofilm-Bildung [78,124]. Außerdem fehlen in der Literatur in-situ-Studien, 
die die Wirkung auf den Biofilm bei mehrtägiger Anwendung kurz nach der Spülung unter-
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sucht haben. Da die Spülung in der Regel zwei Mal täglich erfolgt, wie es von vielen Herstel-
lern empfohlen wird, wäre es auch noch interessant zu wissen, ob die Wirkung einen halben 
Tag, also bis zur nächsten Spülung, anhält [105]. Diese Lücke wird mit dem vorliegenden 
Versuch, zumindest für die getesteten Substanzen, geschlossen.  
Im vorliegenden Versuch wird eine 5%ige Tanninsäure-Lösung verwendet. Der pH-Wert be-
trägt pH = 2,5. Ein saures Milieu hat aber ungünstige Auswirkungen auf den Biofilm. Die 
häufige Aufnahme von Kohlenhydraten führt nämlich nicht direkt zu einer bakteriellen Ver-
schiebung im Biofilm. Die Bakterien metabolisieren die Kohlenhydrate und bilden Säuren. 
Erst der sinkende pH-Wert führt durch Selektionsdruck zu einer relativen Zunahme karioge-
ner Keime. Wenn der pH-Wert im Biofilm neutral gehalten wird, tritt trotz häufiger Zuckerzu-
fuhr diese ökologische Veränderung nicht auf [13]. Des Weiteren können Bakterien, die in 
einem sauren Milieu gewachsen sind, niedrige pH-Werte besser tolerieren als solche, die un-
ter neutralem pH-Wert gewachsen sind. Sie sind dann auch noch in der Lage, den pH-Wert 
stärker zu senken [134]. Deshalb kommt zusätzlich eine Tanninsäure-Lösung zum Einsatz, 
die auf pH = 7 titriert wurde. Einerseits könnte die Wirkung der Tanninsäure abhängig vom 
pH-Wert sein. Andererseits könnte der niedrige pH-Wert der Lösung selbst eine antibakteriel-
le oder antiadhärente Wirkung haben. Um das zu überprüfen, wird zusätzlich eine Lösung aus 
Wasser angesetzt, die mit Salzsäure auf pH = 2,5 titriert wurde. 
2.1.8 Hydroxylapatit 
HAP wird in der Zahnmedizin schon seit über einem Jahrhundert verwendet. Bereits im 
19. Jahrhundert hatte Cravens (1876) vorgeschlagen, die freiliegende Pulpa mit zahnähnlichen 
Materialien zu behandeln [24]. Zunächst zur Überkappung oder als Knochenersatzmaterial 
eingesetzt, fand HAP auch in der Behandlung früher Kariesläsionen Verwendung [31]. Die 
Theorie ist, dass eine hohe Konzentration an Calcium und Phosphat im Biofilm das Gleich-
gewicht zugunsten der Remineralisation verschiebt [81]. Jedoch kann eine einfache Spülung 
mit einer Calcium-Phosphat-Lösung die Konzentration im Biofilm nicht erhöhen. Dafür sind 
stabile Verbindungen nötig [115]. In-vitro können beispielsweise Nanopartikel aus HAP den 
Schmelz remineralisieren [69]. Insbesondere HAP, das auf die Größe von natürlichen 
Schmelzkristallen reduziert wurde, passt optimal in die Defekte von erosiv geschädigtem 
Schmelz [80]. Viele Studien beschäftigen sich deshalb mit der Eigenschaft von HAP, die 
Zahnhartsubtanz zu remineralisieren. Jedoch kann HAP auch über andere Mechanismen in die 
Kariesätiologie eingreifen [75]. Schon bevor HAP in Mundhygieneprodukten zum Einsatz 
kam, könnte es für eine niedrige Kariesinzidenz verantwortlich gewesen sein. In der Mensch-
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heitsgeschichte kam es trotz Sesshaftigkeit und Ernährungswandel von Proteinen auf Kohlen-
hydrate kaum zu einem Kariesanstieg. Erst durch Abnahme abrasiver Nahrungsmittel konnte 
ein Kariesanstieg beobachtet werden. Das könnte daran liegen, dass beim Zahnabrieb durch 
abrasive Nahrungsmittel Nanopartikel aus HAP entstanden, die kariespräventiv gewirkt haben 
könnten. In der modernen Kost mangelt es an solchen Nahrungsbestandteilen. Das könnte die 
Erhöhung der Kariesinzidenz im Laufe der Menschheitsgeschichte erklären [55]. Weiterhin 
wirkt HAP antiadhärent. Nach dem gleichen Prinzip, wie Bakterien die Zahnhartsubstanz be-
siedeln, interagieren sie mit Partikeln aus HAP. Sie können nicht nur größere Partikel besie-
deln, sondern auch selbst von kleineren Partikeln bedeckt werden [138]. Durch Anlagerung 
solcher kleinen Partikel und möglicher Wechselwirkung mit den Adhäsinen kann die Bindung 
der Bakterien an den Zahn verhindert werden. Dafür ist es von Vorteil, wenn die Partikel 
kleiner sind als die Bakterien selbst [62]. HAP hat jedoch keine antibakterielle Wirkung [75]. 
Die Kombination aus guter antiadhärenter und fehlender antibakterieller Wirkung ist nicht 
unbedingt schlecht. Schon Crowley et Rickert (1937) haben 1937 suggeriert, dass die Be-
kämpfung oraler Bakterien auch den Widerstand gegenüber Pathogenen verringern könnte 
[25]. Die residente Mikroflora übernimmt nämlich auch einen wichtigen Teil für unsere Ge-
sundheit. Sie verhindert die Kolonisation exogener oder pathogener Keime, indem sie Nähr-
stoffe und Lebensraum für sich beansprucht. Außerdem bildet sie Hemmstoffe oder schafft 
ein ungünstiges Milieu für entsprechende Keime [89]. Die Entfernung der residenten Flora 
kann zur oralen Dysbiose führen und beispielsweise eine Pilzinfektion auslösen. Deshalb ist 
es von Vorteil, den Biofilm zu kontrollieren, ohne die restlichen oralen Bakterien zu eliminie-
ren [92]. Ein Nachteil bei der Verwendung von Calcium-Phosphat-Verbindungen könnte sein, 
dass sie die Bildung von Zahnstein fördern [114]. Im Gegensatz zu CHX und Tanninsäure 
ruft HAP jedoch keine extrinsischen Zahnverfärbungen hervor. Ganz im Gegenteil, es wird 
Zahnpasten sogar zugesetzt, um die Zähne aufzuhellen [103]. 
Bisher gibt es wenige in-situ-Studien (Stand 2020), welche die antiadhärente oder antibakteri-
elle Wirkung von HAP untersucht haben. Hannig et al. (2013) haben in-situ-Versuche mit 
Zink-Carbonat-HAP durchgeführt. Es wurden wieder Schienen, die mit bovinen 
Schmelzprüfkörper bedeckt waren, verwendet. Eine Minute nach dem Einsetzen wurde für 
1 min mit 8 ml einer Lösung gespült und die Schiene nach 6 oder 12 h entnommen. Es war 
eine antiadhärente und antibakterielle Wirkung nachweisbar, wobei der antibakterielle Effekt 
von Zink ausgehen könnte [57]. Kensche et al. (2017) dagegen haben reines HAP verwendet. 
Die Probanden haben mit 8 ml einer 5%igen Suspension 1 min nach dem Einsetzen der 
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Schiene für 1 min gespült. Die Schiene wurde über Nacht für 8 h getragen. Das HAP zeigte 
eine genauso gute antiadhärente Wirkung wie CHX, aber keine antibakterielle Wirkung. In 
rasterelektronenmikroskopischen Aufnahmen waren Partikel und Klumpen von HAP im nied-
rigen Mikrometerbereich und darunter zu sehen [75]. In-vivo-Studien bestätigen die klinische 
Wirkung gegen Karies [72]. 
2.1.9 Chitosan 
Im Zuge von Untersuchungen an Pilzen wurde im Jahre 1811 die Substanz Chitin zum ersten 
Mal extrahiert [10]. 1832 wurde sie dann auch in Insekten gefunden. Aufgrund der schlechten 
Löslichkeit von Chitin wurden verschiedene Modifikationen vorgenommen, bei denen 1859 
das besser lösliche Chitosan entstand [107]. Erst 1930 wurde mit den Gliederfüßern eine wei-
tere große Quelle gefunden [110]. Chitin ist nach Zellulose das zweithäufigste vorkommende 
Polymer. Es ist Zellulose in vielerlei Hinsicht ähnlich [26]. Es ist ebenfalls ein Polysaccharid, 
schlecht löslich, reaktionsträge und basisch. Im Gegensatz zu vielen synthetischen Polymeren 
sind die natürlichen Polymere biokompatibel und biologisch abbaubar. Da Chitin in wässrigen 
und gesundheitlich unbedenklichen organischen Lösungen schlecht löslich ist, muss es che-
misch verändert werden [111]. Und zwar wird das Polymer, bestehend aus N-Acetyl-
Glucosamin, deacetyliert. Ab einem Deacetylierungsgrad (DD) von 50% wird von Chitosan 
gesprochen. Es enthält nun mehr Glucosamin-Einheiten und ist in sauren wässrigen Lösungen 
löslich [142]. Das liegt daran, dass die Aminogruppen der Glucosamin-Einheiten bei niedri-
gen pH-Wert protoniert vorliegen. Dadurch ist Chitosan positiv geladen und wasserlöslich. 
Der pH-Wert, ab dem Chitosan anfängt in Lösung zu gehen, ist abhängig vom DD und vom 
MW. Diese Werte beeinflussen neben der Löslichkeit die Biokompatibilität, Viskosität, anti-
bakterielle Wirkung und viele weitere Eigenschaften von Chitosan [26]. Die Verwendung 
saurer Lösungen kann durch weitere chemische Modifikationen am Chitosan umgangen wer-
den [147]. Der Einsatz von Chitosan ist vielfältig und erstreckt sich auf viele Bereiche der 
Medizin und darüber hinaus. So wird Chitosan als Naht- und Verbandmaterial, als Träger für 
Arzneistoffe oder in der Landwirtschaft und in Kläranlagen verwendet, nur um ein paar Bei-
spiele zu nennen [111]. Chitosan gilt als nicht toxisch und wurde sogar kürzlich zur Behand-
lung der oralen Mukositis verwendet [33,74]. Die für die vorliegende Arbeit interessante anti-
bakterielle Wirkung ist auf die Ladung der Aminogruppen zurückzuführen. In-vitro-Versuche 
an E. coli haben nämlich gezeigt, dass die antibakterielle Wirkung mit der Anzahl positiv ge-
ladener Aminogruppen zunimmt. Sie sind bei einem höheren DD und MW häufiger vorhan-
den. Es wird angenommen, dass die positiven Gruppen an die negativ geladene Oberfläche 
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von Bakterien binden und sie damit schädigen. Folglich könnte die Membranintegrität oder 
der Membrantransport gestört oder Metall-Ionen chelatisiert werden [38,118]. Chitosan könn-
te auch eine schützende organische Schicht auf der negativ geladenen Zahnhartsubstanz bil-
den und so vor Erosion und Abrasion schützen [42,43,122]. Transmissionselektronenmikro-
skopische Aufnahmen einer in-situ-Studie zeigen jedoch, dass eine saure Lösung aus Chitosan 
den Schmelz auch demineralisieren kann [113]. Des Weiteren ist es möglich, dass Chitosan 
über die Agglutination von Bakterien das Wachstum hemmt. Niedermolekulares Chitosan 
kann sogar die Zellmembran penetrieren und mit der DNA wechselwirken [28]. Die Behand-
lung der Pellikel mit Chitosan kann die bakterielle Adhärenz verringern [20,137]. Klinisch 
kann eine mehrwöchige Applikation von Chitosan den Plaque-Index und die Bakterienanzahl 
im Speichel senken [97,119]. Wie bereits erwähnt, können sich Bakterien an einen niedrigen 
pH-Wert anpassen und in Folge Säureschübe besser tolerieren [134]. Die Verwendung von 
Nanopartikeln aus Chitosan kann diese Anpassung verhindern, sodass Bakterien stattdessen 
bei einem Säureschub untergehen [99]. 
Zahlreiche Studien bestätigen die antibakterielle Wirkung von Chitosan. Davon beschäftigen 
sich einige explizit mit der präventiven Zahnmedizin. Jedoch handelt es sich bei vielen um in-
vitro-Studien und manchmal werden keine Angaben über MW und DD gemacht. Pasquan-
tonio et al. (2008) haben in-vivo-Versuche mit einem wasserlöslichen Chitosan-Derivat in 
einer 1%igen Lösung durchgeführt. Es hatte ein MW von 3000 bis 5000 Da und ein DD von 
75%. Eine zweimalige tägliche Spülung über 4 Tage konnte die Vitalität in der dentalen 
Plaque reduzieren [106]. Eine ähnliche Studie kam zu dem gleichen Ergebnis und konnte zu-
dem in-vivo die dentale Plaque reduzieren [4]. Del Carpio-Perochena et al. (2015) dagegen 
haben die Wirkung von Nanopartikeln aus Chitosan untersucht. Eine vorausgehende Behand-
lung bovinen Wurzeldentins konnte bei der anschließenden intraoralen Biofilm-Bildung die 
Anzahl adhärenter Bakterien sowie die Vitalität senken [30]. Es fehlen Daten zur Verwen-
dung vom eigentlichen Chitosan als Mundspüllösung in der Mundhöhle. Es werden nämlich 
oft Derivate oder verschiedene Verarbeitungen und Applikationsformen gewählt. Deshalb 
wird im vorliegenden Versuch Chitosan einfach in einer sauren wässrigen Lösung gelöst und 
die antibakterielle und antiadhärente Wirkung in-situ untersucht. 
2.2 Ziel der Arbeit / Fragestellung 
Das Ziel der vorliegenden in-situ-Studie ist die Untersuchung der antibakteriellen und antiad-
härenten Wirkung von experimentellen Mundspüllösungen auf der Basis von Tanninsäure, 
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HAP oder Chitosan. Es soll folgende Frage geklärt werden: Unterscheiden sich diese Sub-
stanzen in ihrer Wirkung von der Negativkontrolle Wasser und können sie eine ähnlich hohe 
Wirkung wie die Positivkontrolle CHX im Hinblick auf die Reduktion der Biofilm-Bildung 
zeigen? Die Nullhypothese lautet, dass sich die experimentellen Mundspüllösungen in ihren 
antibakteriellen und antiadhärenteren Wirkungen nicht von Wasser unterscheiden.  
Um zu untersuchen, inwieweit der pH-Wert der Tanninsäure-Lösung eine Rolle spielt, wird 
zusätzlich eine neutrale Tanninsäure-Lösung sowie eine Salzsäure-Lösung als Mundspüllö-
sung angesetzt.  
Während einer zweitägigen Biofilm-Bildung auf bovinen Schmelz-Prüfkörpern spülen die 
Probanden 4 oder 5 Mal mit den verschiedenen experimentellen Lösungen. Durch die Ver-
wendung zweier Spülprotokolle wird die sofortige und langanhaltende Wirkung geprüft. Die 
Wirkungen werden unter Verwendung der Fluoreszenz- und Rasterelektronenmikroskopie 
bewertet.  
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3 Material und Methode 
3.1 Probanden 
An der Studie nahmen 6 Probanden (n = 6) im Alter von 24 bis 30 Jahren teil. Die Probanden 
waren Zahnmedizinstudenten. Sie alle hatten ein kariesfreies Gebiss und waren parodontal 
gesund. In den letzten 6 Monaten hatten sie keine Antibiotika eingenommen und standen we-
der unter Dauermedikation noch litten sie an Erkrankungen der Speicheldrüsen oder der 
Mundschleimhaut. Außerdem waren sie Nichtraucher. Die Ethikkommission der Ärztekam-
mer des Saarlandes genehmigte das Versuchsprotokoll (Kennnummer 238/03, 2016). Im An-
hang sind zu den folgenden aufgeführten Materialien die Bezugsquellen angegeben.  
3.2 Prüfkörper 
Die Oberkiefer der Probanden wurde mit Alginat abgeformt und die Modelle aus Gips gegos-
sen. Darauf wurden Tiefziehschienen mit dem Tiefziehgerät angefertigt. Sie waren auf die 
Zahnreihen vom 1. Prämolaren bis zum 2. Molaren beidseits zugeschnitten. Die Prüfkörper 
(PK) wurden aus unteren Frontzähnen der 2. Dentition von Rindern des Zweibrücker 
Schlachthofs hergestellt. Mithilfe einer Trennschleifmaschine wurden aus den Labialflächen 
mehrere rechteckige Rohlinge gefertigt. Darauffolgend wurden sie mit Schleifpapier bei nied-
riger Körnung an der Schleifmaschine nass geschliffen. Dabei wurde eine rechteckige Form 
mit einer Mindestschichtdicke für die Retention im Silikon von 1,5 mm und einer Kantenlän-
ge von jeweils 5 mm erstellt. Die Schmelzschicht wurde gegenüber der ausgedünnten Dentin-
basis dicker gestaltet. Das Dentin stabilisiert den spröden Schmelz und dient der Orientierung. 
Die Flächen waren rechtwinkelig und die Schmelz- und Dentinflächen parallel zueinander. 
Dies vereinfacht das Greifen mit der Pinzette. Letztlich wurde der Schmelz mit Schleifpapier 
in aufsteigender Körnung bis zu P2500 poliert. Die fertigen PK besitzen eine oberflächliche 
Schmierschicht, die durch Eintauchen in 3%iger NaOCl-Lösung für 3 min auf dem Wipp-
Tisch entfernt wurde. Danach wurden die PK unter fließendem vollentsalztem Wasser abge-
spült und im Ultraschallgerät in vollentsalztem Wasser für 5 min gereinigt. Die anschließende 
Desinfektion erfolgte für 15 min in 70%igem Isopropylalkohol auf dem Wipp-Tisch. Letztlich 
wurden die PK 3-mal mit sterilem Wasser gespült und im sterilen Wasser bei 4°C für mind. 
6 h rehydriert [54]. Auf Vorrat hergestellte PK, Zähne und Zwischenstufen wurden in 
0,1%iger Thymol-Lösung gelagert. Sie wurden jedoch vor dem Einsatz nochmal mit Schleif-
papier der Körnung P2500 poliert, bevor sie wieder vorbereitet wurden. Jeweils zwei PK 
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wurden mit Silikon auf die bukkale Seite der beiden Schienen befestigt, in die zuvor Retenti-
onslöcher für das Silikon gebohrt wurden. Alle Flächen mit Ausnahme der bukkalen 
Schmelzfläche waren von Silikon bedeckt. Die rechte Schiene trug den PK Nr. 1 auf Höhe 
des 1. Prämolaren und Nr. 2 auf Höhe des 2. Molaren. Auf der linken Schiene befand sich der 
PK Nr. 3 auf Höhe des 2. Prämolaren und Nr. 4 auf Höhe des 1. Molaren (Abb. 1).  
 
Abb. 1: Die Prüfkörper sind mit Silikon auf der Schiene befestigt. Die 
Nummern kennzeichnen verschiedene Positionen der Prüfkörper. Modi-
fiziert und entnommen aus [121]. 
3.3 Prüfsubstanzen 
Wasser und CHX lagen als verbrauchsfertige Substanzen vor. Die experimentellen Spüllö-
sungen mit Tannin- und Salzsäure sowie HAP wurden jeweils frisch vor dem Versuch ange-
setzt. Ausschließlich die Chitosan-Lösung wurde im Voraus für mehrere Versuche hergestellt. 
Die Prüfsubstanzen sind in Tabelle 1 aufgelistet. Zum Ansetzen der Salzsäure-Lösung wurde 
steriles Wasser mit 1 M Salzsäure bis pH = 2,5 titriert. Für die Tanninsäure-Lösung wurde 
eine hochmolekulare Tanninsäure verwendet. Sie wird aus Galläpfeln der Eiche Quercus in-
fectoria gewonnen. Die Lagerung soll bei Raumtemperatur (RT) erfolgen. Für eine 5%ige 
Lösung wurden 5 g abgewogen und mit sterilem Wasser auf 100 ml aufgefüllt. Die Lösung 
hatte einen pH-Wert von pH = 2,5. Das nächste Spülmittel mit Tanninsäure wurde wie eben 
beschrieben angesetzt. Jedoch wurde mit ca. 1,5 ml 20%iger Natronlauge bis pH = 7 titriert. 
Dabei wurde die Konzentration kaum verändert. HAP lag als Pulver vor und ergab mit Was-
ser eine Suspension. Laut Hersteller handelt es sich um reines HAP, dessen Partikelgröße im 
Nanometerbereich liegt. Die Haltbarkeit beträgt bei kühler und trockener Lagerung 12 Mona-
te. Um eine Suspension mit entsprechender Konzentration zu erhalten, wurden 5 g HAP ab-
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gewogen und bis 100 ml mit sterilem Wasser aufgefüllt. Vor dem Spülen wurde die Suspen-
sion solange geschüttelt, bis sich HAP homogen in Wasser verteilte. Das im vorliegenden 
Versuch verwendete Chitosan hat ein DD von ≥ 92,6% und ein MW von 300–700 kDa. Es ist 
bei kühler und trockener Lagerung 36 Monate haltbar. Das Chitosan liegt als Feststoff vor 
und muss zunächst gelöst werden. Dafür wurden 5 g Chitosan in einem 1000 ml Gefäß abge-
wogen. Anschließend wurden 3,5 ml 100%ige Essigsäure hinzugefügt und mit sterilem Was-
ser auf 1000 ml aufgefüllt. Nach mehreren Stunden Rühren geht das Chitosan in Lösung. Die 
fertige Lösung kann bei 4°C bis zu 3 Monaten gelagert werden. 
 
Tabelle 1: Auflistung der Prüfsubstanzen mit den verwendeten Konzent-
rationen. Bei den Tannin- und Salzsäure-Lösungen ist zusätzlich der pH-
Wert angegeben. Hersteller sind im Anhang angegeben.  
 
3.4 Versuchsablauf 
Der Versuch bestand aus mehreren Runden, wobei für jede Runde neue Prüfkörper an den 
Schienen befestigt wurden. Jeder Proband durchlief alle Runden (Abb. 2). Die Auswasch-
Phase zwischen den einzelnen Runden betrug mindestens 1 d, damit sich die Effekte der Spül-
lösungen nicht überlagerten. In jeder Runde wurden die Schienen 48 h lang intraoral getragen 
und es wurde nur eine Testsubstanz je nach Spülprotokoll vier- oder fünfmal appliziert. Es 
wurden zwei Spülprotokolle verwendet, so dass es zwei Läufe pro Testsubstanz gab. Im 
Spülprotokoll 1 erfolgte die Spülung mit 10 ml der jeweiligen Testsubstanz für 30 sec nach 
3 min, 12 h, 24 h, 36 h und 47,5 h nach Einsetzen der Schienen. Im Spülprotokoll 2 wurde die 
Applikation nur nach 3 min, 12 h, 24 h und 36 h durchgeführt. Die Probanden verzichteten 
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2 h vor dem Versuch auf Essen und Trinken. Während der gesamten Tragedauer wurden die 
Zähne weder mit Zahnpasta noch mit anderen Mundspüllösungen behandelt. Die Mundhygie-
ne erfolgte nach temporärer Herausnahme der Schienen nur mit Wasser und Zahnbürste. Mit 
Ausnahme beim Wassertrinken wurden beim Essen und Trinken die Schienen vorübergehend 
in einem feuchten Milieu gelagert. Nach einer Tragedauer von 48 h wurden die Schienen aus 
der Mundhöhle entfernt. Die PK wurden aus dem Silikon gezogen, ohne die zu untersuchende 
Fläche zu verletzen. Anschließend wurden überschüssiger Speichel und nicht adhärente Zel-
len vorsichtig mit bidestilliertem Wasser mittels einer Druckflasche abgestrahlt. 
 
Abb. 2: 6 Mundspüllungen und 2 Spülprotokolle ergeben insgesamt 12 Runden, 
die jeder Proband durchläuft. Modifiziert und entnommen aus [121]. 
3.5 LIVE/DEAD® BacLight™ 
Der Biofilm der PK Nr. 1 und Nr. 4 wurde mit einem Fluoreszenzmikroskop (FM) untersucht. 
Dafür wurden die Bakterien mit dem LIVE/DEAD® BacLight™ Bacterial Viability Kit 
L7012 gefärbt. Das Kit enthält die zwei Farbstoffe SYTO 9 und Propidiumiodid sowie ein 
BacLight mounting oil. Die Farbstoffe unterscheiden sich in ihren spektralen Eigenschaften 
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und in ihrer Fähigkeit, Bakterien zu durchdringen. SYTO 9 (3,34 mM, 300 µl Lösung in Di-
methylsulfoxid) ist ein grün fluoreszierender Farbstoff zum Nachweis von Nukleinsäure. Er 
durchdringt Bakterien sowohl mit intakter als auch geschädigter Membran. Propidiumiodid 
(20 mM, 300 µl Lösung in Dimethylsulfoxid) ist ein rot fluoreszierender Farbstoff, der eben-
falls vorhandene Nukleinsäure nachweist. Jedoch durchdringt er nur Bakterien mit einer ge-
schädigten Membran. Wenn beide Farbstoffe in der Zelle präsent sind, verdrängt Propidiumi-
odid den Farbstoff SYTO 9. Dadurch fluoreszieren lebende Bakterien mit intakter Membran 
grün und tote Bakterien mit geschädigter Membran rot. Die beiden Stammlösungen können 
lichtgeschützt bei unter -20°C bis zu einem Jahr gelagert werden. Das BacLight mounting oil 
hingegen ist bei RT unbegrenzt haltbar. Es wurden jeweils 1 µl der beiden Farbstoffe in 
1000 µl 0,9%ige NaCl Lösung pipettiert und unter Einsatz eines Vortexgerät vermischt. Die 
angesetzte Farblösung kann in einem lichtundurchlässigen Reaktionsgefäß bei 4°C für einen 
Monat gelagert werden. Nachdem die PK aus der Schiene entfernt und abgespült wurden, 
wurden sie in einer Feuchtkammer gelagert. Die Feuchtkammer wurde vorbereitet, indem in 
die Näpfchen einer Well-Platte ein fuselfreies Tuch gelegt und mit bidestilliertem Wasser 
befeuchtet wurde. Der zu untersuchende PK wurde aus der Feuchtkammer entfernt und die 
bukkale Schmelzoberfläche vorsichtig mit fusselfreien Tüchern trocken getupft. Im Anschluss 
wurde der PK mit 15 µl der Farblösung bedeckt. Die Inkubation erfolgte unter Lichtschutz für 
10 min. Als Nächstes wurde der PK in einer 0,9%igen NaCl-Lösung geschwenkt und von 
restlicher Farblösung befreit. Das erfolgte nacheinander in drei Näpfchen, die frisch mit 
NaCl-Lösung gefüllt worden sind. Nach vorsichtiger Trocknung mit einem fusselfreien Tuch 
wurde der PK in einer Kugel aus Putty-Material befestigt und auf den Objektträger platziert. 
Der Schmelz wurde parallel zur Tischebene ausgerichtet, um die gesamte Oberfläche bei glei-
chem Fokus mikroskopieren zu können. Außerdem wurde der PK soweit in das Putty- Mate-
rial gedrückt, bis das Deckglas die Schmelzoberfläche nicht mehr berühren konnte. Darauf-
folgend wurde die Schmelzoberfläche mit Mounting-Öl benetzt und mit einem Deckglas be-
deckt. Schließlich erfolgte die Untersuchung mit dem Fluoreszenzmikroskop (FM). Mit einem 
Fluoresceindiacetat-Filter wurde Licht der Wellenlänge 480 nm erzeugt. Damit wird der Farb-
stoff SYTO 9 angeregt, welcher grünes Licht mit einer Wellenlänge von 500 nm emittiert. 
Der Farbstoff Propidiumiodid wird bei einer Wellenlänge von 490 nm angeregt. Hierfür kam 
ein Ethidiumbromid-Filter zum Einsatz. Propidiumiodid emittiert dann rotes Licht mit einer 
Wellenlänge von 635 nm. Da die Farbstoffe bei verschiedenen Wellenlängen angeregt wer-
den, erfolgte die Aufnahme grün und rot fluoreszierender Bakterien nacheinander. Die Auf-
nahmen lagen zunächst in Grau vor und wurden hinterher in ein farbiges Bild zusammengela-
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gert. Die Bilder wurden bei 1000facher Vergrößerung mit der Kamera aufgenommen. Jeder 
PK wurde in sechs Felder aufgeteilt, in denen jeweils ein Bild angefertigt wurde. So entstan-
den 6 repräsentative Bilder pro PK. Währenddessen wurde der nächste PK in Farblösung in-
kubiert und sogleich untersucht. Sowohl Flüssig- als auch Feststoffabfälle, welche mit der 
Farblösung kontaminiert waren, wurden separat entsorgt. 
Die Auswertung der Bilder erfolgte mit der Software ImageJ. Die Bilder wurden vorher ver-
schlüsselt. Dadurch konnte die untersuchende Person die Bilder keiner der verwendeten Spül-
lösung zuordnen. Die Auswertung erfolgte nur durch eine Person. Es wurden sowohl Bede-
ckung und Vitalität erfasst. Zur Bestimmung der Bedeckung wurden die Bakterien der farbi-
gen Bilder manuell mithilfe der Software ausgewählt. Sie berechnet die Anzahl Pixel der aus-
gewählten Fläche. Die Bedeckung ist dann der Flächenanteil der Bakterien von der Gesamt-
fläche des Bildes. Zur Bestimmung der Vitalität wurden die Bakterien beider grauen Bilder 
separat ausgewählt und ausgewertet. Von den ausgewählten Flächen wurden die Anzahl und 
Helligkeit der Pixel bestimmt. Damit lagen zwei Messwerte sowohl für die sonst grün und rot 
fluoreszierenden Bakterien vor. Die Vitalität wurde ermittelt, indem das Ergebnis der grünen 
Bakterien durch die Summe aus grünen und roten Bakterien geteilt wurde. Bedeckung und 
Vitalität werden in Prozent angegeben. 
3.6 Rasterelektronenmikroskopie 
Der Biofilm der PK Nr. 2 und Nr. 3 wurde im Rasterelektronenmikroskop (REM) untersucht, 
um die Morphologie zu beurteilen und die fluoreszenzmikroskopische Auswertung zu verifi-
zieren. Dazu müssen die PK fixiert, entwässert und getrocknet werden (Tabelle 2). Jenes wur-
de in Wellplatten durchgeführt. Die Fixierung erfolgte in einer aus Glutaraldehyd und Ca-
codylat-Puffer bestehenden Fixierlösung. Für den Cacodylat-Puffer wurde 21,4 g Cacodylat 
in 250 ml bidestilliertem Wasser gelöst und mit 0,1 N HCl auf ein pH-Wert von pH = 7,4-7,6 
eingestellt. Das Konzentrat wurde mit bidestilliertem Wasser auf 1000 ml aufgefüllt, um ein 
0,1 M Cacodylat-Puffer zu erhalten. Von der 50%igen Glutaraldehyd-Lösung wurden 4 ml 
abgemessen und auf 100 ml mit dem Cacodylat-Puffer aufgefüllt. Diese Fixierlösung war bei 
4°C 3 Monate haltbar. Die PK wurden in 1 ml Fixierlösung für min. 1 h bei 4°C fixiert. 
Dadurch wird die Struktur der Mikroorganismen konserviert und für die weitere Untersu-
chung zur Verfügung gestellt. Anschließend wurden die PK mit 0,1 M Cacodylat-Puffer ge-
waschen. Darauffolgend wurden sie in frische Näpfchen gelegt und in einer Alkoholreihe 
entwässert. Andernfalls würde sich vorhandenes Wasser im REM unter Vakuum verflüchti-
Material und Methode 
 
- 21 - 
gen und Artefakte verursachen. Schließlich wurde der Biofilm durch Eintauchen in Hexame-
thyldisilazan chemisch getrocknet. Letztlich erfolgte die Lufttrocknung in leeren Näpfchen im 
Abzug über Nacht [6]. Das Ethanol verdampfte, die restlichen Lösungen wurden im halogen-
freien Abfall entsorgt. 
 
Tabelle 2: Vorbereitung der Proben für die Rasterelektronenmikroskopie 
 
Nach der Entnahme der Schienen werden die PK Nr. 2 und Nr. 3 für das REM vorbereitet. Dazu werden 
sie fixiert, gewaschen, entwässert und getrocknet.  Anschließend können sie gesputtert und im REM un-
tersucht werden. RF = Reihenfolge, RT = Raumtemperatur. 
 
Biologische Proben haben nichtleitende Eigenschaften und benötigen aus diesem Grund eine 
leitfähige Beschichtung. Daher wurden die PK mithilfe einer leitfähigen Klebefolie auf Pro-
benträger aus Aluminium befestigt und im Gerät zum Sputtern mit Kohlenstoff beschichtet 
(Bergmans et al., 2005). Mit einem REM (XL 30 ESEM FEG, FEI Company, Eindhoven, 
Niederlande) wurden nun repräsentative Bilder der PK in bis zu 20000-facher Vergrößerung 
aufgenommen. 
3.7 Statistik 
Die Daten wurden mit dem Shapiro-Wilk Test auf Normalverteilung geprüft. Sie waren trotz 
Transformation oder Eliminierung von Ausreißern nicht normalverteilt. Deshalb wurden 
nicht-parametrische Tests durchgeführt. Der Unterschied der Spülmittel zu Wasser wurde mit 
dem Friedmann-Test (one-tailed, p = 0,05) ermittelt. Mit dem Wilcoxon-Test (one-tailed, 
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p = 0,05) wurden die Unterschiede zwischen den beiden Spülprotokollen untersucht. Die sta-
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4 Ergebnisse 
4.1 LIVE/DEAD® BacLight™ - Bedeckung 
Im Spülprotokoll 1 wiesen die Prüfkörper nach der Spülung mit Wasser oder Salzsäure-
Lösung eine Biofilm-Bedeckung von 47-55% auf (Abb. 3). Die Spülung mit HAP oder Chito-
san reduzierte die Bedeckung auf 31-36%, während die Spülung mit Tanninsäure (pH = 2,5), 
Tanninsäure (pH = 7) oder CHX die Biofilm-Bedeckung auf 2-11% signifikant (p < 0,05) 
reduzierte. Im Spülprotokoll 2 betrug die Bedeckung der Prüfkörper nach der Applikation von 
Wasser, der Salzsäure-Lösung, HAP oder Chitosan 50-66%. Für beide Tanninsäure-Lösungen 
oder CHX befand sie sich bei 3-26%. Im Spülprotokoll 2 konnte nur CHX die Biofilm-
Bedeckung signifikant (p < 0,05) reduzieren. Die Unterschiede zwischen den Spülprotokollen 
waren nicht signifikant. Die Standardabweichung ist bis zu ± 33% hoch. Repräsentative Auf-
nahmen sind in Abb. 4 gezeigt.  
 
Abb. 3: Die Bedeckung der Prüfkörper mit Bakterien in [%]. Die Höhe der Balken entspricht dem Mit-
telwert und die aufgesetzte Linie der ± Standardabweichung. Während einer zweitägigen Biofilm-Bildung 
auf bovinen Schmelz-Prüfkörpern in-situ spülen die Probanden (n = 6) 4 oder 5 Mal mit verschiedenen 
experimentellen Lösungen. Durch die Verwendung zweier Spülprotokolle wird die sofortige und langan-
haltende Wirkung geprüft. Für die anschließende ex-vivo Untersuchung mit einem Fluoreszenzmikroskop 
wird der Biofilm mit LIVE/DEAD® BacLight™ gefärbt. Friedmann-Test: p < 0,05. Die Spülmittel, die 
sich von Wasser signifikant unterscheiden, sind für das Spülprotokoll 1 mit a und für das Spülprotokoll 2 
mit b markiert. HCl = Salzsäure-Lösung, TS2,5 = Tanninsäure pH = 2,5; TS7 = Tanninsäure pH = 7, 
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Abb. 4: Repräsentative LIVE/DEAD® 
BacLight™ Bilder. Während einer zweitä-
gigen Biofilm-Bildung auf bovinen 
Schmelz-PK in-situ spülen die Probanden 
(n = 6) 4 oder 5 Mal mit verschiedenen 
experimentellen Lösungen. Durch die Ver-
wendung zweier Spülprotokolle wird die 
sofortige und langanhaltende Wirkung 
geprüft. Für die anschließende ex-vivo Un-
tersuchung mit einem Fluoreszenzmikro-
skop wird der Biofilm mit LIVE/DEAD® 
BacLight™ gefärbt. Die lebenden Bakte-
rien fluoreszieren grün und die toten rot. 
HCl = Salzsäure-Lösung, TS2,5 = Tannin-
säure pH = 2,5; TS7 = Tanninsäure pH = 7, 
HAP = Hydroxylapatit, CHX = Chlorhexi-
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4.2 LIVE/DEAD® BacLight™ - Vitalität 
In Spülprotokoll 1 ergab die Spülung mit Wasser, Salzsäure-Lösung oder HAP eine Vitalität 
des Biofilms von 51-66% (Abb. 5). Für Tanninsäure (pH = 7) oder Chitosan liegt die Vitalität 
im Biofilm bei 35-43%, während Tanninsäure (pH = 2,5) oder CHX die Vitalität auf 6-23% 
signifikant (p < 0,05) reduzieren konnten. In Spülprotokoll 2 betrug die Vitalität des Biofilms 
nach der Applikation von Wasser, Salzsäure-Lösung, HAP oder Chitosan 51-73%. Mit der 
Tanninsäure (pH = 2,5) wurde die Vitalität auf 30% signifikant (p < 0,05) reduziert und die 
Spülung mit Tanninsäure (pH = 7) ergab eine Vitalität von 39%. CHX konnte die Vitalität auf 
18% signifikant (p < 0,05) reduzieren. Unterschiede zwischen den beiden Spülprotokollen 
waren nur für Chitosan und CHX signifikant (p < 0,05). Repräsentative Aufnahmen sind in 
Abb. 4 gezeigt. 
 
Abb. 5: Die Vitalität der Bakterien in [%]. Die Höhe der Balken entspricht dem Mittelwert und die auf-
gesetzte Linie der ± Standardabweichung. Während einer zweitägigen Biofilm-Bildung auf bovinen 
Schmelz-Prüfkörpern in-situ spülen die Probanden (n = 6) 4 oder 5 Mal mit verschiedenen experimentel-
len Lösungen. Durch die Verwendung zweier Spülprotokolle wird die sofortige und langanhaltende Wir-
kung geprüft. Für die anschließende ex-vivo Untersuchung mit einem Fluoreszenzmikroskop wird der 
Biofilm mit LIVE/DEAD® BacLight™ gefärbt. Friedmann-Test: p < 0,05. Die Spülmittel, die sich von 
Wasser signifikant unterscheiden, sind für das Spülprotokoll 1 mit a und für das Spülprotokoll 2 mit b 
markiert. Wilcoxon-Test: p < 0,05. Die signifikanten Unterschiede zwischen den beiden Spülprotokollen 
sind mit einem c gekennzeichnet. HCl = Salzsäure-Lösung, TS2,5 = Tanninsäure pH = 2,5; TS7 = Tan-
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4.3 Rasterelektronenmikroskopie 
Unabhängig davon, welche Substanz zum Einsatz kam, war neben vereinzelten stäbchenför-
migen Bakterien die prädominante Spezies Cocci. Sie besitzen kurze Fimbrien und sind von 
globulären Partikeln bedeckt. Die Fimbrien verbinden sie mit anderen Bakterien, der Matrix 
oder der Pellikel. Die Pellikel besteht aus 100-200 nm großen globulären Aggregaten. Die 
Bakterien liegen entweder einzeln oder gruppiert direkt auf der Pellikel oder eingebettet in 
einer Matrix vor. Zwischen den Bakterien sind auch tiefere Hohlräume zu erkennen 
(Abb. 11). Nach der Spülung mit Wasser oder Salzsäure-Lösung waren die PK hauptsächlich 
von Biofilm bedeckt (Abb. 6, 7). Bei HAP und Chitosan ist der Biofilm-Anteil geringer (Abb. 
10, 11). Außerdem sind bei HAP vor allem im Spülprotokoll 1 eckige nanometergroße Parti-
kel zu sehen. Nach der Applikation von Tanninsäure (pH = 2,5 oder 7) oder CHX waren die 
PK hauptsächlich von der Pellikel oder vereinzelten Bakterienkolonien bedeckt (Abb. 8, 9, 
12). Die Spülung mit CHX ergab eine leicht veränderte Pellikelstruktur mit 200-500 nm gro-




- 27 - 
 
Abb. 6: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der Schie-
nen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 wird 5-
mal und im Spülprotokoll 2 4-mal mit Wasser gespült. Die Prüfkörper sind mit Biofilm (1) bedeckt. Es sind nur 
wenige bakterienfreie Areale (2) vorhanden. Die Bakterien haben eine intakte Morphologie. Modifiziert und 
entnommen aus [121]. 
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Abb. 7: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der Schie-
nen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 wird 5-
mal und im Spülprotokoll 2 4-mal mit einer Salzsäure-Lösung gespült. Die Prüfkörper sind überwiegend mit 
Biofilm (1) bedeckt. Es kommen wenige bakterienfreie Areale vor (2). Die Bakterien haben eine intakte Mor-
phologie. Modifiziert und entnommen aus [121]. 
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Abb. 8: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der Schie-
nen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 wird 5-
mal und im Spülprotokoll 2 4-mal mit Tanninsäure (pH = 2,5) gespült. Neben einzelnen bakteriellen Kolonien 
(1) sind die Prüfkörper vorwiegend bakterienfrei (2). Die Bakterien haben eine intakte Morphologie. Modifiziert 
und entnommen aus [121]. 
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Abb. 9: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der Schie-
nen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im  Spülprotokoll 1 wird 
5-mal und im Spülprotokoll 2 4-mal mit Tanninsäure (pH = 7) gespült. Neben einzelnen bakteriellen Kolonien 
(1) sind die Prüfkörper vorwiegend bakterienfrei (2). Die Bakterien haben eine intakte Morphologie. Modifiziert 
und entnommen aus [121]. 
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Abb. 10: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der 
Schienen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 
wird 5-mal und im Spülprotokoll 2 4-mal mit Hydroxylapatit gespült. Im Spülprotokoll 1 sind bei 20.000-facher 
Vergrößerung eckige Partikel zu erkennen (1). 
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Abb. 11: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der 
Schienen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 
wird 5-mal und im  Spülprotokoll 2 4-mal mit Chitosan gespült. Die Prüfkörper sind teilweise von Biofilm (1) 
oder von einer Pellikel (2) bedeckt. Modifiziert und entnommen aus [121]. 
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Abb. 12: REM-Aufnahmen der Prüfkörper in 1.000- und 20.000-facher Vergrößerung. Die Tragedauer der 
Schienen, die mit Schmelz-Prüfkörpern besetzt sind, beträgt für beide Spülprotokolle 48 h. Im Spülprotokoll 1 
wird 5-mal und im  Spülprotokoll 2 4-mal mit Chlorhexidin gespült. Die Prüfkörper sind hauptsächlich bakte-
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5 Diskussion 
5.1 Probanden 
Bei den Probanden handelt es sich um Zahnmedizinstudenten, die gesunde orale Zustände 
aufweisen und eine suffiziente Mundhygiene betreiben. Damit repräsentieren sie eine Popula-
tion, deren prädominierter Phänotyp im Biofilm sich von Patienten mit oralen Krankheiten 
unterscheiden könnte [135]. Es ist bisher unklar, inwieweit sich die Phänotypen im Wider-
stand gegenüber antibakteriellen Substanzen unterscheiden. Nichtsdestotrotz ist der Biofilm 
eine wichtige Bedingung für die Entstehung von Karies oder Gingivitis, da seine Reduktion 
ebenfalls die Häufigkeit von Karies und Gingivitis reduziert [85]. 
Die Anzahl der Probanden orientierte sich an Studien mit ähnlicher Methode 
[3,5,45,52,54,93,136,145,149]. In-situ-Studien zur Untersuchung eines intraoral gebildeten 
Biofilms oder der Pellikel sind sehr zeitaufwändig. Dies gilt sowohl für die Wissenschaftler 
bei der Vorbereitung und Auswertung der Proben als auch für die Probanden. In der vorlie-
genden Arbeit mussten die Probanden die Schienen 12-mal für jeweils 48 h tragen und dabei 
auf ihre Mundhygiene verzichten. Daher war neben der Geduld auch die Zuverlässigkeit der 
Probanden erforderlich. Es ist schwierig, Personen von der Teilnahme an einer solchen Studie 
zu überzeugen. Daher wurden Studenten, die in unserem Labor arbeiten, als Probanden rekru-
tiert. 
5.2 Prüfkörper 
In dem vorliegenden Versuch kamen 336 bovine Schmelz-PK zum Einsatz. Zwar hätten hu-
mane Zähne klinisch einen höheren Stellenwert, jedoch begrenzen mehrere Faktoren ihre 
Anwendung. Humane Zähne stehen weder in ausreichender Quantität noch Qualität zur Ver-
fügung. Viele Zähne werden in Folge von Karies oder anderen Defekten extrahiert und sind 
damit ungeeignet. Zudem unterscheiden sich die Zähne interindividuell im Alter sowie in 
chemischen und physikalischen Merkmalen. Das allein kann zu großen Abweichungen der 
Ergebnisse führen. Außerdem können humane Zähne eine Infektionsgefahr darstellen.  
Manche Untersuchungen, wie die am Mikroskop, erfordern eine ausreichend große plane Flä-
che, die mit humanen Zähnen schwer zu realisieren ist. Deshalb werden neben synthetischen 
und anderen tierischen Materialien vermehrt PK bovinen Ursprungs verwendet. Sie können in 
großer Anzahl und einheitlicher Qualität bereitgestellt werden. Trotz vieler Gemeinsamkeiten 
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mit humanen Zähnen sind mehrere Unterschiede vorhanden. So weisen bovine Zähne bei-
spielsweise größere Schmelzkristalle auf und das Calcium ist homogener im Schmelz verteilt. 
Diese Faktoren müssen bei der Interpretation von Ergebnissen berücksichtigt werden [148]. 
Die Befestigung der PK erfolgt auf der bukkalen Seite der Schienen, da sich die Pellikel auf 
der palatinalen Seite unterscheidet. Das liegt daran, dass sich die Zusammensetzung des Spei-
chels aus den palatinalen Speicheldrüsen von der der Ohrspeicheldrüse unterscheidet. Außer-
dem kommen palatinal mehr Scherkräfte durch die Zunge zustande. Dadurch hat die Pellikel 
palatinal eine geringere Dicke und eine mehr granuläre als globuläre Struktur [58]. Bei der 
Verwendung von bovinen Prüfkörpern, die auf Oberkieferschienen befestigt sind, handelt es 
sich um eine etablierte Methode, die wieder kürzlich verwendet wurde [49,151]. 
5.3 Studiendesign 
Bei dem vorliegenden Versuch handelt es sich um eine in-situ-Studie. Sie hat gegenüber in-
vitro-Studien eine höhere klinische Relevanz. In-vitro-Studien werden häufig an planktoni-
schen Bakterien oder an Monokulturen durchgeführt. Zudem werden die antibakteriellen Sub-
stanzen oftmals länger appliziert als klinisch üblich. In der Mundhöhle hingegen bilden viele 
verschiedene Mikroorganismen einen komplexen Biofilm. Er ist im Vergleich zu planktoni-
schen Bakterien resistenter gegenüber antibakteriellen Substanzen. Außerdem kommen intra-
oral zusätzliche Faktoren wie der Speichel und der Kontakt mit Geweben hinzu. Deshalb 
können die Ergebnisse einer in-vitro-Studie nicht immer mit einer in-situ- oder in-vivo-Studie 
bestätigt werden. Sie eignen sich jedoch zur Durchführung präklinischer Versuche potenziel-
ler Substanzen [46,141]. 
Der Versuchsaufbau gehört zum sogenannten Crossover Design, bei dem alle Probanden mit 
allen Substanzen spülen und ihre eigenen Kontrollen sind. Eine wichtige Voraussetzung zur 
Durchführung einer solchen Studie ist die Auswaschphase. Sie muss lang genug sein, damit 
keine Überhangseffekte in den nächsten Versuch hineinwirken können [140]. In der Literatur 
werden verschiedene Angaben über die Auswaschphase gemacht. Da CHX als Goldstandard 
die höchste Substantivität besitzt, wird es zur Ermittlung der Auswaschphase berücksichtigt. 
CHX persistiert nach einmaliger Spülung in der Mundschleimhaut und kann so bis zu 12 h die 
Bakterienanzahl im Speichel unterdrücken [94]. Die Zahnoberfläche wird nach 24 h in ge-
wohntem Muster von Bakterien besiedelt [116]. Deshalb betrug die Auswaschphase zwischen 
den einzelnen Versuchen mindestens einen ganzen Tag. 
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Die Tragedauer von 48 h wurde aus mehreren Gründen gewählt. In Vorversuchen erwies sich 
eine Tragedauer von nur 24 h als ungünstig, da nicht ausreichend Biofilm zur Beurteilung der 
Vitalität gebildet wurde. Außerdem ist bei 48 h der intraoralen Biofilm-Bildung die Vitalität 
der Bakterien im Biofilm nicht länger abhängig von der Lokalisation der Prüfkörper in der 
Mundhöhle [3]. Das gleiche gilt für die Dicke des Biofilms an verschiedenen Stellen im buk-
kalen Bereich des Ober- und Unterkiefers [3]. In den 48 h wurde 4 oder 5 Mal gespült. Da der 
Abstand zur ex-vivo Untersuchung entweder 30 min oder 12 h betrug, konnte sowohl eine 
Aussage über die sofortige als auch langanhaltende Wirkung getroffen werden. Gerade die 
langanhaltende Wirkung wird von Mundspüllösungen gefordert. Sie ist von der Retention der 
Substanz in der Mundhöhle abhängig [11].  
Während der Versuche durften die Probanden weder Zahnpasta noch andere Mundspülungen 
verwenden. Lediglich zur Nahrungsaufnahme und zum Zähneputzen mit Wasser durfte die 
Schiene temporär außerhalb der Mundhöhle in einer Feuchtkammer gelagert werden. Damit 
kann sich der in-situ gebildete Biofilm von dem physiologischen Biofilm dahingehend unter-
scheiden, dass er von dem mechanischen Einfluss fester Nahrung nicht gestört wird. Die Pro-
banden können während des zweitätigen Versuchs nicht kontinuierlich kontrolliert werden. 
Deshalb muss die Compliance der Probanden bei der Interpretation von Ergebnissen ebenfalls 
berücksichtigt werden [141]. 
5.4 Auswertungsverfahren 
Zur Beurteilung der antibakteriellen und antiadhärenten Wirkung wurde der Biofilm mit 
LIVE/DEAD® BacLight™ gefärbt und im FM untersucht. Zur Unterscheidung sowie Zäh-
lung lebender und toter Bakterien ist LIVE/DEAD® BacLight™ anderen Färbungen und Ver-
fahren überlegen. Die Methode ist reliabel, bietet einen nützlichen Farbkontrast aus grün und 
rot, zeigt eine relativ geringe Hintergrund-Fluoreszenz und ist schnell und einfach durchzu-
führen [9,29]. Die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen wurden mit der Software ImageJ 
ausgewertet. Die kostenlose Software wurde 1987 von Rasband entwickelt. Sie zählt zu den 
populärsten wissenschaftlichen Analyseprogrammen von Bilddateien [123]. Mithilfe der 
Software wurden die Bakterien manuell ausgewählt sowie Anzahl und Helligkeit der Pixel 
berechnet. Für die Bestimmung der Bedeckung wurden von den ausgewählten Bakterien der 
farbigen Bilder die Anzahl der Pixel gemessen. Für die Bestimmung der Vitalität hingegen 
wurden die grauen Bilder beider Filter separat ausgewertet. Dabei wurde neben der Anzahl 
auch die Helligkeit der Pixel berücksichtigt. Das hat den Vorteil, dass übereinanderliegende 
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Bakterien heller leuchten und damit einen höheren Messwert erhalten. Damit kann die Vitali-
tät eines dicken Biofilms genauer ermittelt werden. Das kann aber auch nachteilig sein. Vor 
allem dann, wenn der Biofilm eine heterogene Dicke aufweist und sowohl aus dichten als 
auch spärlich besiedelten Regionen besteht. Und zwar wird die Belichtungszeit im FM an die 
Menge des Biofilms angepasst. Sie ist bei großer Bedeckung und dickem Biofilm geringer als 
bei wenig vorhandenem und dünnem Biofilm. Wenn in einem Bild nebeneinander dicker und 
dünner Biofilm vorhanden ist, wird die Belichtungszeit den dicken Arealen angepasst. Damit 
wird verhindert, dass die Bakterien heller angezeigt werden und im Bild zu einem grellen 
Fleck verschmelzen. Das kann aber dazu führen, dass Bakterien in den dünnen Arealen weni-
ger Belichtungszeit bekommen. Sie werden damit weniger hell angezeigt und erhalten fälsch-
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Abb. 13: Beispiel für die Problematik bei der Aus-
wertung mit ImageJ. Der Biofilm wurde in-situ auf 
Schmelz-Prüfkörpern gebildet. Der Biofilm wird mit 
LIVE/DEAD® BacLight™, dass zwei Farbstoffe 
enthält, gefärbt. Anschließend werden Bilder mit 
einem Fluoreszenzmikroskop aufgenommen. Die 
Farbstoffe werden bei verschiedenen Wellenlängen 
angeregt. Deshalb erfolgt die Aufnahme grün fluo-
reszierender lebender Bakterien (a) und rot fluores-
zierender toter Bakterien (b) nacheinander. Die zu-
nächst in Grau vorliegenden Bilder werden hinterher 
in ein farbiges Bild zusammengelagert (c). Die Be-
lichtungszeit variiert je nach Menge und Verteilung 
von Bakterien. Wenn innerhalb eines Bildes dicker 
(1) und dünner (2) Biofilm nebeneinander vorliegt, 
erhalten die Bakterien im letztgenannten Fall zu 
wenig Belichtungszeit und erscheinen dunkler. Da 
mit dem Analyseprogramm ImageJ auch die Hellig-
keit der ausgewählten Bakterien berücksichtigt wird, 
kann das zu Ungenauigkeiten bei der Berechnung der 
Vitalität kommen. Im Vergleich dazu erscheinen die 
toten Bakterien (b) gleichermaßen hell. Da die Soft-
ware die Pixel des ausgewählten Bereichs und nicht 
die Bakterien zählt, variieren die Werte zwischen 
unterschiedlich großen Bakterien. Dadurch haben 
Stäbchen oder in diesem Bild auch tote Bakterien (b) 
mehr Einfluss auf die Vitalität als die kleineren grü-









Außerdem können Bakterien, die sich teilen, heller leuchten. Während der Zellteilung liegt 
ein erhöhter Metabolismus und damit vermehrt Nukleinsäuren vor, an denen die Farbstoffe 
binden können [7]. Hinzu kommt, dass nicht die Anzahl Bakterien, sondern die Anzahl Pixel 
berechnet werden. Dadurch erhalten unterschiedlich große Bakterien verschiedene Messwer-
te. Diese Diskrepanz zeigt sich insbesondere im Vergleich von Kokken und Stäbchen. Gele-
gentlich sind auch die rot fluoreszierenden Bakterien insgesamt größer und täuschen in Folge 
eine geringere Vitalität vor. Weiterhin ist die Interpretation der Vitalität bei einer geringen 
Diskussion 
 
- 39 - 
Bedeckung erschwert. Wenn der gesamte PK nur von wenigen Bakterien bedeckt wird, dann 
hat der Zustand einzelner Bakterien einen weitaus größeren Einfluss auf das Ergebnis als eine 
große repräsentative Menge Bakterien. Insgesamt ist die Auswertung mit ImageJ objektiver 
als die Verwendung eines Scoring-Systems, weist aber oben genannte Schwächen auf, die mit 
anderen Methoden wie der Durchlusszytometrie umgangen hätten können [44].  
Die Untersuchung mit einem einzigen bildgebenden Verfahren reicht nicht aus, um die kom-
plexe Struktur des Biofilms vollständig aufzudecken. Deshalb wurde die fluoreszenzbasierte 
Untersuchung zumindest durch das REM ergänzt. Während erstgenanntes für die Quantifizie-
rung von lebenden und toten Bakterien geeignet ist, kann mithilfe des Rasterelektronenmikro-
skops die Struktur von Oberflächen besser beschrieben werden. Außerdem können bei Einsatz 
zweier Verfahren Artefakte einfacher als solche erkannt werden [132]. Für die Interpretation 
rasterelektronenmikroskopischer Aufnahmen ist die Bildqualität von entscheidender Bedeu-
tung. Die Bilder werden in Grau angezeigt. Deshalb sind sowohl Auflösung und Kontrast 
wichtig [6]. 
5.5 Spülung mit Wasser (Negativkontrolle) 
In der Negativkontrolle waren die PK bei beiden Spülprotokollen zur Hälfte von Bakterien 
bedeckt. In der Literatur sind wenige Studien vorhanden, welche die Bedeckung der Schmelz-
PK erfasst haben. Stattdessen wird häufig die Anzahl der Bakterien gemessen. Außerdem 
unterscheiden sich die Studien in der Häufigkeit der Spülung und der Tragedauer der Schie-
nen. Die Ergebnisse stimmen mit einer anderen Studie überein, in der laut Scoring-System 
ebenfalls die PK nach 48 h zur Hälfte von Biofilm bedeckt waren [39]. Die interindividuellen 
Unterschiede im vorliegenden Versuch waren hoch. Das zeigt sich an einer hohen Stan-
dardabweichung. Die Vitalität lag im Spülprotokoll 1 und 2 bei über 60%. Das Ergebnis 
stimmt mit der Literatur überein [3]. Die hohe Anzahl toter Bakterien kann wie folgt erklärt 
werden. Zu Beginn der Biofilm-Bildung ist der Zahn von einer dünnen Bakterienschicht be-
siedelt. Sie ist den antibakteriellen Komponenten im Speichel besser zugänglich als ein reifer 
Biofilm. Außerdem kann der Zahn auch mit bereits toten Bakterien besiedelt werden, da ihre 
Adhäsine weiterhin mit der Pellikel wechselwirken können. An die tote Bakterienschicht 
können sich lebende Bakterien anlagern. An der Oberfläche des Biofilms gehen wiederrum 
Bakterien zugrunde, da sie dem Speichel ausgesetzt sind. Zusammenfassend sind im unge-
störten Biofilm tote Bakterien vorhanden, die insbesondere am Boden und der Oberfläche des 
Biofilms lokalisiert sind [3,51,100]. Mit dem REM wird die Oberfläche des Biofilms abgebil-
Diskussion 
 
- 40 - 
det, also die Schicht, die eben für überwiegend avital erklärt wurde. Zum einen ist die Pellikel 
als bakterienarme Schicht zu erkennen. Die globulären Partikel stellen Proteinaggregate der 
Pellikel dar [61]. Zum anderen sind Bakterien vorhanden. Sie weisen eine globulär struktu-
rierte Oberfläche auf. Diese Struktur kann verschiedener Herkunft sein. Es kann sich um eine 
aufgelagerte Schicht Pellikel oder auch um die Glykokalyx handeln, also eine Schicht aus 
Polysacchariden, die der Zellmembran außen anliegt [82,88]. Sie kann durch Entwässerung 
und Trocknung der PK schrumpfen und eine globuläre Form annehmen [132]. Andererseits 
wird beschrieben, dass die Glykokalyx erst bei niedrigen Spannungen und nach bestimmten 
Färbungen sichtbar ist und eine nadelförmige Form besitzt [35]. Neben der Glykokalyx kann 
es sich bei der globulären Struktur auch um Bestandteile der extrazellulären Matrix handeln 
[139]. Das Auftreten einer globulären Oberfläche wurde auch nach Behandlung mit antibakte-
riellen Substanzen beschrieben [18,63]. Die globuläre Struktur ist bereits in der Negativkon-
trolle deutlich zu erkennen. Deshalb ist diese Struktur schwierig als Resultat antibakterieller 
Substanzen zu interpretieren. Bei den Hohlräumen kann es sich um Wasserkanäle handeln, 
die die Zirkulation verschiedener Substanzen sowie Zellen ermöglichen [2,145]. 
5.6 Spülung mit Chlorhexidin (Positivkontrolle) 
Als Positivkontrolle hat sich CHX in einer 0,2%igen Lösung als Goldstandard der chemi-
schen Biofilm-Kontrolle etabliert [77]. Im vorliegenden Versuch zeigt die Spülung mit CHX 
den stärksten sofortigen und dank der hohen Substantivität auch langanhaltenden antiadhären-
ten Effekt. Die hohe Substantivität ergibt sich unter anderem durch die Bindung von CHX an 
die Pellikel [67]. Der antiadhärente Effekt konnte mit dem REM verifiziert werden. Es waren, 
wenn überhaupt, nur einzelne Bakterien erkennbar. Im Vergleich zu der Negativkontrolle 
wies die Pellikel jedoch eine veränderte Struktur auf. Während in der Negativkontrolle die 
Pellikel aus 100-200 nm großen Proteinaggregaten bestand, waren nach der Spülung mit CHX 
globuläre Einheiten in einer Größe von 200-500 nm zu erkennen. Das könnte verschiedene 
Ursachen haben. Aus transelektronenmikroskopischen Aufnahmen geht hervor, dass die Pel-
likel nach der Applikation von CHX aus einem elektronen-dichteren granulären Material be-
stand als ohne Applikation [16]. Zudem kann CHX an die Proteine in der Pellikel binden [94]. 
Andererseits könnte es sich um Reste untergegangener Zellen handeln. Dem widerspricht 
jedoch die Tatsache, dass Zellschäden durch CHX selten im REM zu sehen sind, sondern 
vielmehr im Transmissionselektronenmikroskop [17,139]. Zusammengefasst ist im REM vor 
allem der antiadhärente Effekt von CHX zu beobachten.  
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Neben der antiadhärenten Wirkung hat CHX auch den höchsten antibakteriellen Effekt unter 
den verwendeten Substanzen. Die Vitalität war im Spülprotokoll 1 niedriger als im Spülpro-
tokoll 2, was für einen starken sofortigen antibakteriellen Effekt spricht. Das deckt sich mit 
der Formulierung von Jenkins et al. (1988). Er beschrieb die Langzeitwirkung von CHX als 
Folge einer unmittelbar bakteriziden Wirkung und einer länger andauernden bakteriostati-
schen Wirkung [67]. 
5.7 Spülung mit Tanninsäure (pH = 2,5) 
Tanninsäure oder Polyphenole generell sind für ihre antibakterielle und antiadhärente Wir-
kung bekannt [65,108]. Tannine sind in der Lage, Proteine auszufällen und in ihrer Funktion 
zu hemmen, Chelatkomplexe zu bilden sowie die Pellikelstruktur zu verändern 
[64,65,113,120,146,151]. Die eingesetzte Tanninsäure wurde aus den Galläpfeln der Eiche 
Quercus infectoria gewonnen. Es wurde eine 5%ige Lösung verwendet, die einen pH-Wert 
von pH = 2,5 aufwies. Die Spülung mit der Lösung resultierte im Spülprotokoll 1 in einer 
signifikant (p < 0,05) reduzierten Bedeckung (4,6%) der Schmelzoberfläche mit Biofilm. 
Damit wirkt die Tanninsäure an Schmelz-PK antiadhärent, was mit den Ergebnissen der Lite-
ratur übereinstimmt [52,54,65,125,144]. Mit Ausnahme von Hertel et al. (2017) wurden in 
den Studien andere Polyphenole als die Tanninsäure verwendet. Zwar haben sich die aufge-
führten Studien bezüglich der Applikationsdauer, Tragedauer sowie Konzentration und Vo-
lumen der verwendeten Mittel untereinander und zu dem vorliegenden Versuch unterschie-
den, sie konnten aber allesamt eine antiadhärente Wirkung von polyphenolhaltigen Mund-
spüllösungen nachweisen. Im Spülprotokoll 2 dagegen war die Bedeckung (6,3%) der 
Schmelzoberfläche mit Biofilm höher als im Spülprotokoll 1. Die Tanninsäure konnte den 
Biofilm statistisch nicht signifikant reduzieren. Aufgrund der geringen Probandenzahl (n = 6) 
ist die Power und damit die Chance gering, statistisch signifikante Ergebnisse zu erhalten. 
Laut der Software G*Power wären mindestens 12 Probanden nötig, um mit einer Power von 
80% eine Reduktion des Biofilms von 80% zu erkennen [36]. Da das Ergebnis statistisch 
nicht signifikant ist, liegen nicht genügend Beweise vor, um die Nullhypothese abzulehnen. 
Eine Wirkung ist zwar zu erkennen, aber klinisch ist eine Reduktion der Bedeckung auf 25% 
ohnehin nicht ausreichend. Zwar hat Tanninsäure möglicherweise einen klinisch relevanten 
sofortigen Effekt, ihr fehlt es aber an Substantivität, um über 12 h ausreichend antiadhärent zu 
wirken. Das Ergebnis im Spülprotokoll 2 müsste infolge der geringen Probandenzahl und der 
hohen Standardabweichung durch weitere Versuche verifiziert werden. Die Vitalität konnte in 
beiden Spülprotokollen auf 30% oder darunter gesenkt werden, was sich mit der Literatur 
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deckt [65]. Der Effekt ist zwar nicht so stark wie der von CHX, die Eliminierung aller oralen 
Bakterien ist aber ohnehin nicht gewünscht. Eine Störung der residenten Flora kann nämlich 
zu Dysbiose führen [92]. Insgesamt wirkt die Tanninsäure in dem Maße antibakteriell, dass 
sie auch langfristig die Mundhygiene ergänzen kann. Die Bildung extrinsischer Verfärbungen 
der Zähne könnte ein limitierender Faktor sein [104]. In der vorliegenden Arbeit wurden kei-
ne extrinsischen Zahnverfärbungen beobachtet. In einer kürzlich publizierten Studie von 
Radafshar et al. (2017) wurden Zahnverfärbungen beobachtet. Jedoch haben die Probanden 
eine Woche lang täglich mit einem Tee, der 1% Tannine enthielt, gespült. Die Verfärbungen 
waren weniger ausgeprägt als in der Kontrolle Chlorhexidin [109]. Nichtsdestotrotz können 
extrinsische Zahnverfärbungen hauptsächlich aus ästhetischen Gründen durch eine professio-
nelle Zahnreinigung entfernt werden [34]. 
Die rasterelektronenmikroskopischen Aufnahmen bestätigen die geringe Bedeckung der 
Schmelzoberfläche mit Biofilm. Im Vergleich zu Wasser sind jedoch keine Unterschiede in 
der Morphologie festzustellen. Tannine können die Zellmembran stören und es wurden des-
halb lytische Zellen erwartet. Da die Tanninsäure dafür die Zellwand durchdringen muss, 
kann es sein, dass die Konzentration der verwendeten Lösung nicht ausgereicht hat [63]. Au-
ßerdem könnte sich die Wirkungsweise und das Wirkspektrum der Tanninsäure von anderen 
Tanninen oder Polyphenolen unterscheiden. 
5.8 Spülung mit Tanninsäure (pH = 7) und Salzsäure-Lösung 
Ein niedriger pH-Wert kann den Phänotyp der Bakterien im Biofilm ungünstig beeinflussen 
[13,134]. Deshalb wurde eine weitere Tanninsäure-Lösung angesetzt, die auf einen neutralen 
pH-Wert titriert wurde. Sie wirkte genauso antiadhärent und leicht schwächer antibakteriell 
als die saure Lösung. Die antibakterielle Wirkung von Tanninsäure beruht u.a. auf der Fähig-
keit, Chelatkomplexe mit Metallionen zu bilden. Von einem anderen in der Zahnmedizin 
verwendeten Chelatbildner ist bekannt, dass seine Affinität zu Calcium-Ionen mit dem pH-
Wert abnimmt [102]. Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) hat mehrere Carboxylgruppen, 
die als Liganden für einen Chelatkomplex zur Verfügung stehen. Bei einem geringen pH-
Wert liegen die Gruppen protoniert vor und dadurch sind weniger Liganden vorhanden [21]. 
Ein ähnlicher Effekt könnte bei der Tanninsäure auftreten, wobei Hydroxylgruppen Chelat-
komplexe bilden [47,120]. Inwieweit der Dissoziationsgrad dieser Gruppen bei einem sauren 
pH-Wert eine Rolle spielt, ist nicht bekannt.  
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Um zu überprüfen, in welchem Ausmaß der niedrige pH-Wert der verwendeten Tanninsäure 
selbst Einfluss auf den Biofilm ausübt, wurde eine Salzsäure-Lösung mit pH = 2,5 angesetzt. 
Die anorganische Säure wurde deshalb gewählt, da sie im Gegensatz zu manchen organischen 
Säuren bisher keine antibakterielle oder chelatisierende Wirkung gezeigt hat [130]. Die Spü-
lung resultierte in beiden Spülprotokollen in einer Bedeckung der Schmelzoberfläche mit Bio-
film und Vitalität, die sich mit den Ergebnissen der Negativkontrollen deckten. Mit Rücksicht 
auf die niedrige Probandenzahl und der semiquantitativen Auswertung der fluoreszenzmikro-
skopischen Bilder, hat die Salzsäure-Lösung weder eine antiadhärente noch antibakterielle 
Wirkung gezeigt. Im REM waren keine Unterschiede zu der Spülung mit Wasser zu erken-
nen.  
Zusammenfassend hat der pH-Wert der Tanninsäure-Lösung keinen großen Einfluss auf die 
antibakterielle oder antiadhärente Wirkung. Deshalb ist der klinische Einsatz einer neutralen 
Tanninsäure-Lösung als Mundspüllösung denkbar, da insbesondere der antiadhärente Effekt 
ähnlich hoch ist wie der von CHX. Es sind bisher keine in-situ-Studien einer neutralen Tan-
ninsäure-Lösung auf die Biofilm-Bildung bekannt. 
5.9 Spülung mit Hydroxylapatit 
Aufbauend auf der Theorie, dass durch abrasive Nahrungsmittel Nanopartikel aus HAP ent-
stehen und diese kariespräventiv wirken, wurde eine HAP-Suspension als Mundspüllösung 
untersucht [55]. Laut Hersteller handelt es sich bei der verwendeten Substanz um Nanoparti-
kel aus reinem HAP. Die kleine Partikelgröße ermöglicht nicht nur die Remineralisation ero-
siv geschädigten Schmelzes [80], sondern auch die Wechselwirkung mit Bakterien [62,138]. 
Die Spülung mit der Suspension wirkte sich im Spülprotokoll 1 nur gering und im Spülproto-
koll 2 gar nicht auf die Bedeckung aus. Das könnte heißen, dass HAP zwar vorhandenen Bio-
film teilweise entfernen, aber langfristig die Biofilm-Bildung nicht verhindern kann. In der 
Literatur wurden diesbezüglich verschiedene Angaben gemacht. In einer Studie von Kensche 
et al. (2017) wurde ebenfalls mit einer 5%igen Suspension gespült. Die einmalige Spülung 
betrug zwar eine ganze Minute, nach einer anschließenden 8-stündigen Tragedauer erwies 
sich HAP aber genauso antiadhärent wie CHX [75]. Dieses Ergebnis kann mit dem vorliegen-
den Versuch nicht bestätigt werden. Das kann daran liegen, dass die Tragedauer mit 8 h ver-
gleichsweise kurz war. In den ersten 8 h besteht der Biofilm nur aus einzelnen Bakterien oder 
Kolonien. Erst kurze Zeit später nimmt die Bakterienanzahl rapide zu und erreicht nach etwa 
2 Tagen ihr Maximum. Danach kommt es bei gleichbleibender Menge zu kontinuierlichen 
Diskussion 
 
- 44 - 
Anpassungen und Veränderungen [15,131]. Neben der reduzierten Menge ist ein junger Bio-
film gegenüber antibakteriellen Substanzen auch weniger resistent als ein älterer Biofilm [96]. 
Das könnte den Unterschied in der antiadhärenten Wirkung zwischen 8 h und 48 h Tragedau-
er erklären. An dieser Stelle sei angemerkt, dass in vielen in-situ-Studien der Biofilm bereits 
in den ersten Minuten der Pellikelbildung verschiedenen Substanzen ausgesetzt wird und 
nicht nochmal kurz vor der ex-vivo Untersuchung. Hannig et al. (2013) haben ebenfalls eine 
antiadhärente Wirkung festgestellt. Es wurde einmalig mit Zink-HAP gespült und der Biofilm 
nach 6 h und 12 h Tragedauer untersucht. Die Bakterienanzahl war hingegen nicht so niedrig 
wie nach der Spülung mit CHX [57]. Zusammenfassend kann HAP die Biofilm-Bildung auf 
einer sauberen Zahnoberfläche verzögern. Die antiadhärente Wirkung lässt jedoch schnell 
nach, sodass HAP die mechanische Mundhygiene nur ergänzen, aber allein nicht ersetzen 
kann. Die Vitalität konnte in beiden Spülprotokollen nicht gesenkt werden. Die fehlende anti-
bakterielle Wirkung wurde auch in der Literatur angegeben [75]. In den rasterelektronenmik-
roskopischen Aufnahmen waren besonders im Spülprotokoll 1 Ablagerungen von HAP zu 
erkennen. Sie umhüllten auch teilweise einzelne Bakterien. Die Bindung der Partikel an die 
Zelloberfläche wurde in der Literatur mit transmissionselektronenmikroskopischen Aufnah-
men bestätigt [75]. Über Bindung und Hemmung bakterieller Adhäsine können sie so zum 
antiadhärenten Effekt beitragen. 
5.10 Spülung mit Chitosan 
Die Substanz Chitosan wurde 1859 gefunden und wird seither in vielen Bereichen auch au-
ßerhalb der Medizin verwendet [107,111]. Dank vieler kationischer Gruppen kann das Chito-
san antibakteriell wirken und an der Zahnhartsubstanz haften [38,122]. Da die antibakterielle 
Wirkung mit einem höheren DD und MW zunimmt, wurde im vorliegenden Versuch ein 
hochmolekulares Chitosan mit einem DD von über 92% verwendet [26]. Es kam als saure 
wässrige 0,5%ige Lösung zum Einsatz. Die praktische Anwendung als Mundspüllösung wird 
durch die Viskosität begrenzt. Deshalb wurde die Konzentration nicht weiter erhöht. Zwar 
zeigte die Spülung mit Chitosan einen kleinen sofortigen antiadhärenten Effekt, dafür keinen 
langanhaltenden Effekt. In der Literatur kommen verschiedene Derivate sowie Verarbeitun-
gen und Applikationsformen von Chitosan zum Einsatz. Deshalb ist der objektive Vergleich 
der Studien schwierig. In einer klinischen Studie von Bae et al. (2006) konnte der Plaque-
Index durch Spülung mit einem wasserlöslichen Derivat signifikant reduziert werden. Jedoch 
war die Wirkung nur halb so stark wie die einer 0,1%igen CHX-Lösung [4]. Neben der gerin-
gen antiadhärenten Wirkung war die antibakterielle Wirkung von Chitosan in dem vorliegen-
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den Versuch ebenfalls niedrig. In der Literatur hingegen konnten zwei klinische Studien mit 
wasserlöslichen Derivaten die Vitalität des oralen Biofilms signifikant reduzieren [4,106]. 
Das liegt vermutlich daran, dass die Probandenzahl höher und die Standardabweichung gerin-
ger war sowie ein parametrischer statistischer Test durchgeführt wurde. Trotz Signifikanz war 
die Reduktion der Vitalität in beiden Studien gering und die klinische Relevanz fragwürdig. 
Obwohl Chitosan eine hochgelobte Substanz in der Zahnmedizin ist [142], kommt der klini-
sche Einsatz einer sauren wässrigen Lösung von unmodifizierten Chitosan als Anti-Biofilm-
Mittel weniger in Betracht. Das könnte daran liegen, dass sowohl der niedrige pH-Wert der 
Lösung und Chitosan selbst der Pellikel eine positive Ladung verleihen und somit die Anlage-
rung von weiterem Chitosan verhindern [113,151]. Es sind weitere Studien mit chemisch mo-
difiziertem Chitosan nötig. Es konnte bereits gezeigt werden, dass das Hinzufügen funktionel-
ler Gruppen oder Substituenten sowohl Löslichkeit und antibakterielle Aktivität verbessern 
kann [118]. Durch Optimierung der Struktur kann der klinische Einsatz als Anti-Biofilm-
Mittel vielleicht ermöglich werden.  
5.11 Ausblick 
Auf Grundlage der dargestellten Methoden wäre zu klären, inwieweit die Probanden die Ziel-
gruppe der chemischen Biofilm-Kontrolle repräsentieren, insbesondere Personen mit hohem 
Kariesrisiko. Es ist bekannt, dass der prädominante Phänotyp der Bakterien im kariogenen 
Biofilm von dem Phänotyp bei Gesunden abweicht [135]. Es besteht Forschungsbedarf hin-
sichtlich der Resistenz des Biofilms gegenüber Anti-Biofilm-Mitteln bei Personen mit hohen 
und niedrigen Kariesrisiko.  
Die Ergebnisse waren aufgrund der niedrigen Probandenzahl, der hohen Standardabweichung 
und der Verwendung eines nicht-parametrischen Tests nur in einzelnen Fällen statistisch sig-
nifikant. Um die klinische Relevanz mit einer statistischen Signifikanz zu untermauern, könn-
ten Studien mit einer höheren Probandenzahl durchgeführt werden. Um eine ausreichende 
Anzahl freiwilliger Probanden zu gewinnen, könnte die Anzahl an Spüllösungen reduziert und 
damit auch der zeitliche Aufwand für die Probanden verringert werden. 
In der vorliegenden Studie war die experimentelle Mundspüllösung mit Tanninsäure von allen 
getesteten Substanzen der antibakteriellen und antiadhärenten Wirkung von CHX am nächs-
ten. Weiterführende Forschungsfragen ließen sich hier anschließen. Der spezielle Wirkme-
chanismus der Tanninsäure auf kariogene Keime oder den dentalen Biofilm wurde nicht ab-
schließend geklärt. Obwohl die Wirkung der Polyphenole in der Literatur hinreichend unter-
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sucht wurde, kann der spezielle Wirkmechanismus der Tanninsäure davon abweichen. Im 
Einzelnen könnte die chelatisierende Wirkung der Tanninsäure, die Anlagerung und Lokalisa-
tion der Tanninsäure im Biofilm mithilfe der Transmissionselektronenmikroskopie, die durch 
Tanninsäure induzierte Lyse von Zellen sowie die zellulären Reaktionen der Bakterien auf 
Protein-Ebene untersucht werden.  
5.12 Schlussfolgerungen  
 Das Ziel der vorliegenden Studie war es, die Wirkung verschiedener experimenteller Mund-
spüllösungen auf die intraorale Biofilm-Bildung zu untersuchen. Die antibakterielle und anti-
adhärente Wirkung der Mundspüllösungen wurde im Vergleich zu der Negativkontrolle Was-
ser sowie Positivkontrolle und Goldstandard CHX eingeordnet [77]. Die klinische Relevanz 
wurde primär deskriptiv beurteilt, da verschiedene Faktoren eine statistische Signifikanz er-
schwerten. Zusammenfassend hat die Spülung mit Tanninsäure selbst bei neutralem pH-Wert 
eine antibakterielle und antiadhärente Wirkung sowohl kurzfristig als auch langanhaltend ge-
zeigt, die der Wirkung von CHX nahekommt. Mit Ausnahme der Verfärbungen weist die 
Verwendung von Tanninsäure keine weitere Nebenwirkung von CHX auf und ist damit eine 
potentielle Alternative in der chemischen Biofilm-Kontrolle [41,94,104]. Dagegen ergab die 
Spülung mit HAP einen geringfügigen antiadhärenten Effekt und die Spülung mit Chitosan 
zusätzlich einen antibakteriellen Effekt, wobei keine der beiden Mundspüllösungen eine lang-
anhaltende Wirkung zeigte und damit unter den gewählten Versuchsbedingungen die Biofilm-
Bildung nicht nachhaltig beeinflussen konnte.   
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8.3 Ergebnisse Datensatz 
8.3.1 Bedeckung 
 
Die Bedeckung der Prüfkörper mit Biofilm ist in Prozent für jeden Probanden, jede Prüfsubstanz und für beide 
Spülprotokolle angegeben. Die Angaben sind um die berechneten Werte Maximum, Minimum, Standardabwei-
chung und Mittelwert ergänzt. Für Spülprotokoll 1 und 2 sind jeweils die p-Werte des Friedmann-Tests und in 
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8.3.2 Vitalität 
 
Die Vitalität des Biofilms ist in Prozent für jeden Probanden, jede Prüfsubstanz und für beide Spülprotokolle 
angegeben. Die Angaben sind um die berechneten Werte Maximum, Minimum, Standardabweichung und Mit-
telwert ergänzt. Für Spülprotokoll 1 und 2 sind jeweils die p-Werte des Friedmann-Tests und in der letzten Zeile 
die p-Werte des Wilcoxon-Tests aufgeführt. Modifiziert und entnommen aus [121]. 
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